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Variações da temperatura de incubação de ovos de peixes podem ter efeitos teratogênicos e 
causar alterações no crescimento, número e tamanho das fibras musculares, bem como nas 
propriedades contráteis e metabólicas do músculo. Este estudo teve por objetivo verificar os 
efeitos da temperatura na expressão de reguladores miogênicos, bem como na 
diferenciação e no crescimento muscular do jundiá (Rhamdia quelen) durante o 
desenvolvimento inicial. Para tanto, embriões obtidos por fertilização in vitro foram 
incubados em diferentes temperaturas (21°C e 27°C) até o período de pós-larva (7 dias após 
a eclosão). Através da técnica de imunomarcação, foram analisadas alterações na 
expressão de dois reguladores miogênicos (MRFs): MyoD e miogenina e também da 
proteína do citoesqueleto miosina a qual indica diferenciação muscular. Em conjunto, estas 
moléculas regulam a formação, o crescimento e a diferenciação das fibras musculares. Com 
o auxílio de técnicas de microscopia de luz e eletrônica de transmissão, bem como de 
imunomarcação de elementos do citoesqueleto muscular (miosina), foi verificada a formação 
e organização dos sarcômeros, trazendo informações a respeito do efeito da temperatura na 
diferenciação celular e correta organização destas estruturas, permitindo que a função 
contrátil destas células seja mantida. Foi analisado, ainda, se existe relação entre a 
temperatura de incubação e a ocorrência de crescimento muscular por hipertrofia e por 
hiperplasia, o que poderia refletir na alteração da celularidade e consequente alteração da 
qualidade da carne do peixe. Houve diferença na taxa de desenvolvimento das células 
musculares das pós-larvas de jundiá (Rhamdia quelen) entre as temperaturas 
experimentais (21 e 27°C) através das análises de microscopia de luz e MET, sendo 
que a 27°C as pós-larvas obtiveram maior área total, menor quantidade de células, 
porém células mais espessas. O padrão de imunomarcação dos para a MyoD, miogenina 
e miosina foi similar em todos os estádios experimentais analisados e em ambas as 
temperaturas. Foi verificada a presença do GAG dermatam sulfato em quantidade maior nas 
larvas incubadas em temperaturas mais altas. 











Incubation temperature variations of fish embryos may have teratogenic effects and cause 
changes in growth, number and size of muscle fibers, as well as in contractile and metabolic 
properties of the muscle. This project aimed to investigate the effects of temperature on the 
expression of myogenic regulators, as well as in the differentiation and growth of catfish 
muscle (Rhamdia quelen) during early development. Therefore, embryos obtained by in vitro 
fertilization were incubated at different temperatures (21°C and 27°C) until the post-larvae 
period (7 days after hatching). Through the technique of immunoblotting, we analyzed 
expression changes in two myogenic regulators factors (MRFs): MyoD and myogenin, and 
also myosin, a cytoskeletal protein which indicates muscle differentiation. Together, these 
molecules regulate the formation, growth and differentiation of muscle fibers. With the 
techniques of light and transmission electron microscopy as well as immunostaining of 
muscle cytoskeletal elements (myosin), was verified the formation and organization of 
sarcomeres, bringing information about the effect of temperature on differentiation and 
correct cellular organization of these structures, allowing the contractile function of these 
cells is maintained. Were analyzed, even if there were a relationship between incubation 
temperature and the occurrence of muscle growth by hypertrophy and hyperplasia, which 
could reflect changes in cellularity and by consequence alteration of fish flesh quality. Were 
no difference in the muscle development rate of silver catfish post-larvae between the 
experimental temperatures (21 and 27°C) by light microscopy and TEM analysis, and at 
27°C the post-larvae has obtained a higher total area, fewer cells, but thicker cells. The 
immunostaining pattern of myoblasts was similar in all experimental stages and analyzed at 
both temperatures. The pattern of immunostaining for MyoD, myogenin and myosin was 
similar in all experimental stages and analyzed at both temperatures. The occurrence of 
GAG dermatam sulfate in larger quantity in the larvae incubated at higher temperatures. 








1.1 TECIDO MUSCULAR- ESTRUTURA E ULTRA-ESTRUTURA 
 
O tecido muscular é um dos quatro tecidos básicos e é responsável pelos 
movimentos corporais. É composto por células alongadas, denominadas 
células musculares, miofibras ou fibras musculares, que contém grande 
quantidade de filamentos citoplasmáticos altamente organizados e são 
responsáveis pela contração muscular. Este tecido pode ser classificado em: 
liso, estriado esquelético e estriado cardíaco, conforme sua morfologia e 
função. Embora esta organização tenha sido detalhadamente descrita 
anteriormente por Huxley (1969; 1971; 1983), Onofre-Oliveira (2009) descreve-
o de modo bastante claro.  
A musculatura estriada dos vertebrados apresenta uma aparência listrada 
ao ser observada sob microscopia de luz convencional, uma vez que são 
formados por feixes de fibras musculares longas, cilíndricas e multinucleadas, 
os miotubos, com diâmetro que varia de 10 a 100µm e um comprimento que 
pode chegar a vários centímetros. Essas fibras são formadas no embrião pela 
fusão entre mioblastos (precursor da fibra), que produzem um sincício 
multinucleado pós-mitótico de células musculares (ONOFRE-OLIVEIRA, 2009). 
Tais fibras se agrupam em feixes circundados por bainhas de tecido conjuntivo 
que são denominadas: epimísio (camada de tecido conjuntivo denso que 
envolve o músculo inteiro), o perimísio (deriva do epimísio e envolve os feixes 
ou fascículos de células musculares) e o endomísio que é uma delicada 
camada de fibras reticulares e matriz extracelular (envolve cada célula 
muscular) conforme esquematizado na Fig. 1. Vasos sanguíneos e nervos 
utilizam essas bainhas de tecido conjuntivo para alcançar o interior da massa 




FIGURA 1 – Organização do tecido muscular estriado esquelético. Ao lado esquerdo da 
FIGURA, corte transversal de músculo corado com H.E., evidenciando a célula ou fibra 
muscular com perimísio, endomísio e núcleos periféricos. Ao lado direito, esquema mostrando 
a organização estrutural do músculo, onde observam-se o epimísio, os fascículos, o perimísio, 
a fibra muscular, o endomísio, o sarcolema, os miofilamentos, o sarcoplasma e a miofibrila. 
FONTE: Kierszenbaum, (2008). 
 
As miofibrilas, de diâmetro de 1 a 2µm, dispõem-se longitudinalmente no 
sarcoplasma (citoplasma da célula muscular) ao maior eixo da fibra muscular 
e apresentam repetições de unidades iguais, os sarcômeros, que são as 
unidades contráteis básicas do músculo estriado. Cada sarcômero é formado 
principalmente por miofilamentos de actina (finos) e miosina (grossos), além de 
outras proteínas, tais como: troponina e tropomiosina, dispostos 
longitudinalmente, em uma organização simétrica e paralela e responsáveis 
pela contração muscular (ONOFRE-OLIVEIRA, 2009). A actina F, o filamento 
fino do sarcômero, consiste em duas cadeias torcidas uma sobre a outra. A 
actina F é composta de monômeros globulares (actina G). Os monômeros de 
actina G ligam-se uma ao outro de uma maneira cabeça-cauda, conferindo 
polaridade ao filamento, com uma extremidade farpada (mais) e uma 
extremidade ponteaguda (menos). A extremidade farpada dos filamentos de 
actina insere-se no disco Z. A miosina, o principal componente do 
miofilamento grosso, tem atividade de adenosina-trifosfatase (ATPase) (ou 
seja, ela hidrolisa ATP) e liga-se de modo reversível à actina F, o principal 
componente do miofilamento delgado (KIERSZENBAUM, 2008). Na contração 
muscular ocorre o deslizamento dos filamentos finos sobre os filamentos 
grossos (HUXLEY, 1969; 1971; 1983). As faixas mais extremas do sarcômero 
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(claras) são denominadas banda I e contém filamentos de actina. A faixa 
central mais escura é a banda A. As extremidades da banda A são formadas 
por filamentos de actina e miosina sobrepostos, enquanto sua região mediana 
mais clara (a banda H) contém miosina (JUNQUEIRA e CARNEIRO, 2008) 
(Fig. 2). Na linha média da banda H está à linha M. O disco Z forma um 
suporte transversal para os sarcômeros, o que assegura a transmissão 
eficiente da força gerada (KIERSZENBAUM, 2008). O sistema de túbulos 
transversais ou sistema T permite que a despolarização venha desencadear a 
contração uniforme de cada fibra muscular esquelética. É constituído por uma 
rede de invaginações tubulares do sarcolema, e suas ramificações envolverão 
as junções das bandas A e I de cada sarcômero. Justaposto a cada túbulo T 
existe uma expansão do retículo sarcoplasmático. O túbulo T juntamente com 
as duas expansões do retículo sarcoplasmático, denomina-se tríade. Na tríade, 
a despolarização dos túbulos T, derivados do sarcolema, é transmitida ao 
retículo sarcoplasmático (JUNQUEIRA e CARNEIRO, 2008). 
 
       
FIGURA 2 - Desenho esquemático de uma miofibrila de vertebrado. Principais componentes: 
filamentos espessos de actina (Z); filamentos finos de miosina (M); banda I (faixas mais 
extremas e claras do sarcômero); banda A (faixa central mais escura); Banda H (parte mediana 











1.2 TECIDO MUSCULAR EM PEIXES TELEÓSTEOS 
 
A musculatura estriada dos peixes teleósteos compreende uma grande 
parte da massa corporal (cerca de 60% da massa total do corpo). Nestes 
organismos aquáticos, os fortes músculos estão organizados em unidades 
morfofuncionais, os miômeros, que se repetem ao longo do corpo do animal 
separados por bainhas de tecido conjuntivo, os miosseptos, onde estão 
inseridas as fibras musculares (ALEXANDER, 1969) (Fig. 3A). 
Os músculos axiais, que flexionam a coluna vertebral e a região caudal de 
um lado para o outro, durante a natação, estão divididos em porção epaxial 
(dorsal) e hipoaxial (ventral) por meio do septo lateral ou transverso 
(horizontal), localizado na região do nervo da linha lateral (ALEXANDER, 1969; 
VIDELER, 2011). Além disso, a coluna vertebral é flexível e suporta um septo 




FIGURA 3 - Organização anatômica da musculatura estriada esquelética. (A) Indicando 
organização periférica, setas indicam: miosseptos (tecido conjuntivo entre os miômeros), septo 
lateral horizontal ou septo transverso (divide a musculatura epaxial e hipoaxial) e (B) Desenho 
esquemático de um corte transversal da musculatura de peixe mostrando a organização 
anatômica interna da musculatura estriada. Observa-se o septo horizontal, o septo medial 
separando a musculatura em dois antímeros (direito e esquerdo), músculo vermelho 
(superficial) e branco (profundo). FONTE: A) adaptado de Johnston (2001) B) adaptado de 
Mareco (2012). 
 
Assim como nos demais vertebrados, existem três tipos básicos de fibras 
musculares em peixes, as vermelhas, as brancas e as intermediárias 
(JOHNSTON, 1981). A organização encontrada em peixes elasmobrânquios e 
teleósteos é a seguinte: os músculos axiais (que flexionam a coluna vertebral e 
a cauda de um lado para o outro durante a natação) consistem principalmente 














vermelhas-lentas (Fig. 4), e de uma camada de fibras rosa, ou intermediárias, 
entre elas (SANTOS, 2007).  
 
 
FIGURA 4 - Diagrama esquemático do arranjo das fibras musculares brancas e vermelhas 
dentro do miótomo de teleósteos: (A) vistas dorsal e lateral, (B) seção transversal, (C) vista 
lateral de três miótomos da região central do corpo de salmão-rei, Oncorhynchus tschawytscha. 
A forma de W dos segmentos musculares de teleósteos consiste de um cone central e dois 
braços. FONTE: adaptado a partir de Sänger e Stoiber (2001). 
 
A cor do músculo, em parte, indica o grau de vascularização de cada tipo 
de fibra. As fibras musculares vermelhas (metabolismo oxidativo) normalmente 
são menores, apresentam alta concentração de mioglobina, muitas 
mitocôndrias, lipídios e excelente suprimento sanguíneo, sendo utilizada na 
realização de movimentos lentos e de sustentação, como a natação durante a 
migração (DRIEDZIC e HOCHACHKA, 1976; JOHNSTON, 1980; JOHNSTON 
1999, SANTOS, 2007). As fibras musculares brancas (metabolismo glicolítico) 
são maiores, apresentam baixa concentração de mioglobina, poucas 
mitocôndrias e lipídios, com as miofibrilas ocupando entre 75 a 95% do volume 
total da fibra (SÄNGER et al., 1990; SÄNGER, 1992; SANTOS, 2007). Entre as 
fibras vermelha e branca, encontra-se o as fibras intermediárias que 
apresentam propriedades morfofisiológicas intermediárias em relação às das 
brancas e vermelhas e apresentam contração rápida com metabolismo 




FIGURA 5 – Corte transversal da musculatura estriada esquelética de Danio rerio. Reação 
histoquímica da ATPase miofibrilar, após pré incubação em pH intermediário demonstrando os 
compartimentos musculares vermelho (v), intermediário (i) e branco (b). FONTE: adaptado de 
Biga e Goetz (2006). 
 
 
1.3 MIOGÊNESE DA FIBRA MUSCULAR 
 
O processo de diferenciação das células precursoras musculares 
(mioblastos) em células do músculo esquelético é denominado de miogênese 
e resulta da ativação coordenada de múltiplos mecanismos de sinalização 
(ENGEL e FRANZINI-ARMSTRONG, 1994). As primeiras fibras musculares 
são formadas nas fases iniciais da embriogênese. A miogênese ocorre não 
apenas para a formação, mas também para o crescimento, manutenção e 
reparo das fibras musculares (PARKER et al., 2003). O desenvolvimento dos 
peixes teleósteos, no início da embriogênese, recebe a influência de fatores 
maternos presentes no ovócito desde a ovogênese (JOHNSTON et al., 2011). 
A ativação dos ovócitos ocorre após a fertilização, desencadeando uma 
cascata de eventos necessários para o desenvolvimento do embrião, através 
da tradução de RNAs maternos e a ativação de proteínas maternas presentes 
no ovócito, os quais são posteriormente degradados. No estádio de blástula 
média é que se inicia a transcrição dos genes no embrião (PELEGRI, 2004). 
Os embriões de peixe apresentam envoltório translúcido o que permite que 
os padrões de formação e diferenciação dos somitos, os quais originarão a 
musculatura, sejam facilmente observados (MARECO, 2012).  
O tecido muscular estriado esquelético origina-se a partir do mesoderma 
paraxial, localizado adjacente à notocorda e ao tubo neural em formação. O 
mesoderma paraxial segmenta-se na direção rostro-caudal do embrião, 
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formando os somitos (KIMMEL et al., 1990). Os somitos do embrião de 
vertebrados dão origem a estruturas axiais importantes, como as células 
cartilaginosas dos moldes das vértebras e das costelas, todos os músculos 
esqueléticos, incluindo aqueles dos membros, bem como a derme (WOLPERT 
et al., 2000). Cada somito é formado por uma porção ventral, o esclerótomo, 
que dará origem a estruturas esqueléticas, e uma dorsal, o dermomiótomo, 
que formará a derme e a musculatura do tronco e da cauda (CURRIE e 
INGHAM, 2001) (Fig.6). Posteriormente, o dermomiótomo se divide em 
dermátomo e miótomo (WOLPERT et al., 2000). 
Nos peixes, o esclerótomo é altamente reduzido, pois, no ambiente 
aquático, o animal apresenta maior facilidade em sustentar o peso do corpo, 
diminuindo a necessidade de formação de estruturas esqueléticas. Dessa 
forma, a maior parte do somito é constituída pelo miótomo (BONE, 1966).  
 
FIGURA 6 - Origem embrionária dos músculos do tronco e dos membros dos vertebrados. O 
mesoderma paraxial pré-somítico está localizado em cada lado da notocorda. A segmentação 
do mesoderma paraxial em somitos ocorre ao longo do eixo dorso-ventral e em uma direção 
céfalo-caudal do embrião. Em resposta a sinais da notocorda e do tubo neural, os somitos se 
diferenciam e subdividem-se para originar o dermomiótomo e o esclerótomo. Células da borda 
medial dorsal (BMD) do dermomiótomo migram profundamente do dermomiótomo para formar 
o dermomiótomo epaxial. Um evento semelhante ocorre na borda lateral ventral (BLV) do 
dermomiótomo, para a formação do dermomiótomo hipoaxial. Neste esquema, a região mais à 
direita da figura é a região posterior ou caudal, por isso os somitos representados apresentam 
aspectos diferentes FONTE: adaptado de Parker e colaboradores (2003). 
 
Nos somitos, há uma população de células mesodérmicas, as quais 
dispõem-se em uma única camada que flanqueia ambos os lados da 
notocorda. Essas células se diferenciam das demais pela morfologia e padrão 
de expressão gênica, sendo denominadas células adaxiais, precursoras das 
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células musculares ou mioblastos lentos, que formarão as fibras vermelhas 
(Fig. 7) (CURRIE e INGHAM, 2001; JOHNSTON e HALL, 2004). Sob o 
estímulo de glicoproteínas secretadas pela notocorda e pelo tubo neural 
(BLAGDEN et al., 1997), essas células sofrem alongamento e migram em 
direção à superfície do miótomo (Fig. 7).  
As células adaxiais fundem-se umas às outras, formando miotubos que se 
diferenciam em fibras musculares vermelhas, originando a musculatura 
vermelha do embrião. Uma subpopulação de células adaxiais, denominadas 
células adaxiais pioneiras, emitem processos citoplasmáticos que as mantêm 
conectadas à notocorda, possivelmente para orientar a migração das demais 
células adaxiais em direção à superfície do miótomo (Fig. 7). Nessa região 
medial, forma-se uma estrutura especializada, o miossepto horizontal, que 
divide o miótomo nas regiões ventral (hipoaxial) e dorsal (epaxial) (Fig. 7) 




FIGURA 7 - Miogênese no embrião de zebrafish (Danio rerio). (A) Embrião com 21 somitos, (B) 
células adaxiais (CA) adjacentes à notocorda (N), (C) corte transversal do embrião ilustrado em 
(B). MF: mioblastos rápidos e (D) Células adaxiais alongam-se e migram em direção à 
superfície do miótomo. (E) Células adaxiais formando o compartimento de músculo vermelho 
(V). Células pioneiras (CP) mantêm-se conectadas à notocorda, na região do futuro miossepto 
horizontal (MH). As demais células do miótomo (MF) se diferenciam em fibras musculares 
brancas (B). (F) Final da miogênese, mostrando uma monocamada superficial de fibras 
vermelhas (V) circundando uma grande quantidade de fibras brancas (B). FONTE: adaptado de 
Johnston e Hall (2004). 
 
As demais células do miótomo (mioblastos rápidos) também fundem-se 
para formar miotubos, dando origem ao compartimento de músculo branco do 
embrião (CURRIE e INGHAM, 2001; JOHNSTON e HALL, 2004). 
Os mioblastos (mononucleados) fundem-se uns aos outros, formando 
miotubos. Esses miotubos possuem um ou mais núcleos em posição central, 
miofibrilas em posição periférica e características morfológicas e fisiológicas 
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próprias (JOHNSTON, VIEIRA e ABERCROMBY, 1995; JOHNSTON, 1999). 
Nos miotubos, ocorre a organização das proteínas que irão constituir a unidade 
contrátil já citada anteriormente, o sarcômero (HUXLEY, 1969). Durante a 
diferenciação dos miotubos, ocorre a organização dos sarcômeros da periferia 
em direção ao centro do miotubo, enquanto os núcleos migram do centro para 
a periferia e as miofibrilas passam a ocupar quase todo o sarcoplasma 
(SÄNGER et al., 1990; SÄNGER, 1992) (Fig. 8). Paralelamente, ocorre o 
desenvolvimento do sistema de membranas constituído por túbulos T e 
retículo sarcoplasmático, ambos envolvidos no processo de contração 
muscular (SCHIAFFINO e MARGRETH, 1969; FUTCHER et al., 1992). Ao final 
desses processos, o miotubo passa a ser chamado de fibra muscular adulta. 
Assim, durante a miogênese no embrião, os mioblastos proliferam, migram, 
diferenciam e fundem-se para formar miotubos e, posteriormente, fibras 
musculares (Fig. 8).  
 
 
FIGURA 8 – Esquema demonstrativo dos principais eventos durante a embriogênese do 
músculo estriado esquelético. As células precursoras miogênicas são induzidas a seguir o 
destino miogênico, ou seja, de formarem células musculares. Para tanto, tornam-se mioblastos 
que sofrem diferenciação em miotubos e posteriormente passam por uma fase de maturação 
que levam a formação das miofibras compostas por miofibrilas. FONTE: adaptado de Watabe 
(1999). 
 
No entanto, alguns mioblastos, as células satélites (miossatélites), 
mantêm-se como células tronco no tecido adulto e são responsáveis pelo 
crescimento muscular pós-embrionário na maioria dos peixes através da 
ativação, proliferação e diferenciação (MARECO, 2012). Essas células 
permanecem relativamente indiferenciadas (SNOW, 1986), mas quando 
ativadas, passam a expressar vários hormônios e fatores de crescimento entre 
eles, os fatores reguladores miogênicos MyoD, Myf5, miogenina e MRF4 
(HOLTERMAN e RUDNICKI, 2005) que utilizam diversas vias de sinalização, 
controlando a proliferação e a diferenciação celular (MARECO, 2012) (Fig. 9). 
É importante salientar que as células satélites, apesar de serem indiferenciadas 
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e preservarem a sua capacidade proliferativa, são células comprometidas da 
linhagem miogênica (determinadas). No músculo pós-natal, as células satélites 
encontram-se entre a lâmina basal e a membrana plasmática da fibra muscular, 
e apresentam como características núcleo heterocromático, citoplasma 
espesso com poucas organelas e ausência de miofilamentos 
(KIERSZENBAUM, 2008) conforme esquematizado na Fig.9. 
 
 
FIGURA 9– Esquema demonstrativo da estrutura das células satélites. A) Corte transversal de 
músculo evidenciando a célula satélite e B) esquema mostrando disposição longitudinal da 
desta célula na fibra muscular (elas se encontram entre o sarcolema e a lâmina basal da fibra 
muscular). FONTE: adaptado de Kierszenbaum (2008) e Mareco (2012) baseado em Mauro e 
Adams (1961). 
 
Em resumo, sinais específicos levam os mioblastos a saírem do ciclo 
celular, e darem início à etapa de diferenciação, através da síntese de 
proteínas músculo-específicas. Por fim, os mioblastos diferenciados se fundem 
formando miotubos multinucleados, os quais darão origem às fibras musculares 






FIGURA 10 - Modelo das etapas de desenvolvimento do músculo esquelético. Primeiramente 
ocorre a multiplicação celular mediada por fatores de crescimento; na ausência de fatores de 
crescimento, as células começam a se alinhar e cessa a multiplicação; após esta etapa as 
células se fundem em miotubos e a fibra muscular finalmente se forma e apresenta contração 
espontânea. FONTE: Adaptado de Wolpert (2000). 
 
Johnston e colaboradores (1998) descreveram que durante a formação da 
musculatura miotomal podem ser reconhecidas três fases distintas em algumas 
espécies de peixes. Como mencionado anteriormente, estas são iniciadas no 
embrião como resultado de uma intrincada rede de sinais provenientes de 
estruturas adjacentes, as quais especificam o destino miogênico de células 
precursoras musculares (BUCKINGHAN, 2001).  
Na primeira fase, ocorre a formação das fibras musculares embrionárias a 
partir de mioblastos que surgiram antes da eclosão. Nesta fase há um aumento 
na área ocupada por tecido muscular. Na segunda fase da miogênese, 
observada na fase larval, ocorre a proliferação dos mioblastos com o 
aparecimento das zonas germinais ou zonas de proliferação de mioblastos, 
localizadas na extremidade apical da região dorsal (epaxial) e na região ventral 
(hipoaxial) dos miótomos. Já na terceira fase da miogênese, observada nas 
fases de crescimento juvenis ou adultas, ocorre à ativação de mioblastos 
adultos ou células miossatélites localizadas no tecido conjuntivo, entre as fibras 
musculares diferenciadas ou entre a lâmina basal e a membrana plasmática da 
fibra muscular (VEGGETTI et al., 1990). Nesse caso, observam-se fibras 
grandes e pequenas (aspecto em mosaico das fibras, quanto ao diâmetro) 
principalmente na musculatura branca (ROWLERSON e VEGGETTI, 2001).  
A maioria dos peixes, diferentemente dos mamíferos, apresenta um 
crescimento contínuo ao longo da vida, ocorrendo através de dois processos 
chamados de hiperplasia e hipertrofia (GREER-WALTER e PULL, 1970; 
MARECO, 2012). Nas espécies menores (que atingem poucos centímetros de 
comprimento), o crescimento muscular envolve principalmente a hipertrofia de 




fibras formadas nas fases iniciais da embriogênese e o período de crescimento 
hiperplásico é mais curto. Nas espécies que atingem um tamanho maior, novas 
fibras musculares são continuamente recrutadas em todas as fases do 
crescimento, inclusive na vida adulta (WEATHERLEY et al., 1988; ALAMI-
DURANTE et al., 1997; ROWLERSON e VEGGETTI, 2001). Estes processos 
contribuem por todo o período de crescimento pós-embrionário da musculatura 
estriada (MARECO, 2012). Adiciona-se a isto, que mesmo nos animais adultos, 
as fibras musculares esqueléticas não são estruturas estáticas, pois são 
capazes de alterar suas propriedades contráteis e metabólicas (GOLDISPINK, 
1985).  
Na hipertrofia, as células miossatélites fundem-se com fibras musculares 
existentes, aumentando o número de núcleos e a síntese de miofibrilas, 
levando ao aumento no diâmetro ou área da fibra muscular (JOHNSTON, 1999; 
ROWLERSON e VEGGETTI, 2001) (Fig. 11). As fibras musculares crescem 
por hipertrofia durante todo o período de crescimento pós-larval até atingirem 
um diâmetro máximo que é em torno de 100μm (fibras brancas) (MARECO, 
2012). 
A hiperplasia em mosaico resulta em um grande aumento no número de 
fibras musculares, devido à formação de novas fibras (JOHNSTON, 2004), 
principalmente na fase juvenil, podendo ser facilmente observada na 
musculatura das espécies que atingem um tamanho maior (ROWLERSON e 
VEGGETTI, 2001) (Fig. 11). Quando a hiperplasia em mosaico está ocorrendo, 
observam-se fibras pequenas (diâmetro menor que 25μm) entre fibras maiores, 
formando um mosaico de fibras de diferentes tamanhos e estágios de 
diferenciação, sendo melhor observado na musculatura branca (JOHNSTON, 
1999; ROWLERSON e VEGGETTI, 2001).  Neste tipo de crescimento, ocorre a 
produção de miotubos e novas fibras musculares até que o peixe alcance 
aproximadamente 40% do comprimento máximo do corpo (JOHNSTON, 2004). 
Martinez e colaboradores (2000) sugeriram que, em algumas espécies, o 
músculo intermediário também contribui ativamente para o crescimento 























FIGURA 11 – Crescimento muscular por hipertrofia e hiperplasia. Na hipertrofia, núcleos de 
alguns mioblastos indiferenciados (células miossatélite) são incorporados em uma fibra 
muscular existente. Na hiperplasia, outros mioblastos podem se fundir na superfície da fibra 
muscular, formando uma nova fibra. Estas vias são controladas por fatores de crescimento. 
FONTE: adaptado de Johnston (1999). 
 
O balanço entre os crescimentos hipertrófico e hiperplásico irá determinar a 
taxa de crescimento e o tamanho final da espécie. Contudo, este processo é 
dependente de vários fatores como, temperatura, fotoperíodo, regime alimentar 
e composição da dieta, tipo de músculo, espécie e fase de crescimento 
(JOHNSTON et al., 2001; DAL PAI-SILVA et al., 2003a; DAL PAI-SILVA et al., 
2003b; ASSIS et al., 2004; AGUIAR et al., 2005). 
 
 
1.4 CONTROLE DA MIOGÊNESE 
 
Como mencionado anteriormente, a diferenciação das células musculares 
a partir da mesoderme está sob controle de complexas vias de sinalização dos 
tecidos vizinhos, particularmente da notocorda e da ectoderme, induzindo a 
expressão de fatores de regulação miogênicos (MRFs) pelas células 
precursoras musculares (MOLKENTIN e OLSON, 1996). Nos estádios iniciais 
do desenvolvimento, as células precursoras miogênicas são amplamente 
distribuídas no miótomo (VEGGETTI et al., 1990; STOIBER e SANGER, 1996; 
JOHNSTON et al., 1998, 2001). Estas células podem fundir-se umas às outras 
formando novas fibras (hiperplasia), ou ainda podem proliferar e fundir-se às 
fibras preexistentes, aumentando sua espessura (hipertrofia) (JOHNSTON et 
al., 1998; JOHNSTON, 2001; ASSIS et al., 2004).  
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Como o crescimento muscular de peixes difere dos mamíferos devido ao 
recrutamento contínuo de células ao longo da vida (GREER-WALKER e PULL, 
1970; STICKLAND, 1983), no processo pós-embrionário do tecido muscular 
dos peixes há tanto hipertrofia quanto hiperplasia (KOUMANS e AKSTER, 
1995; ALAMI-DURANTE et al., 1997; GALLOWAY et al., 1999 a, b; 
ROWLERSON e VEGGETTI, 2001; DAL PAI et al., 2002; ASSIS et al., 2004). 
Os teleósteos produzem novos miotúbulos ao longo de todos os estádios de 
vida (larval, juvenil e adulto) (MACQUEEN et al., 2007). Este padrão de 
crescimento muscular peculiar dos peixes está associado à contínua expressão 
do Fator de Crescimento de Fibroblastos–6 (FGF-6) (RESCAN, 1998). O 
recrutamento de novas fibras é particularmente importante em espécies que 
atingem grandes tamanhos e o número de células musculares acrescentadas 
para atingir uma determinada espessura varia entre as famílias e linhagens de 
peixes, sendo também influenciado por fatores ambientais, como a temperatura 
(JOHNSTON, 1999; 2006). 
 
 
1.5 CONTROLE DA MIOGÊNESE EM TELEÓSTEOS 
 
O estudo da expressão temporal dos genes que controlam o 
desenvolvimento muscular nos estádios iniciais de peixes é de grande 
interesse tanto para a biologia do desenvolvimento, quanto para o setor 
produtivo. Johnston (2006) resumiu os principais eventos envolvidos na 
formação e crescimento muscular de teleósteos, conforme representado na 
Fig. 12 e descrito a seguir.  
Células tronco pluripotentes dos somitos se tornam mioblastos, que estão 
comprometidos com um destino miogênico, formando uma população de 
células progenitoras miogênicas (Myogenic Progenitor Cell, MPC). As MPCs 
dos peixes são equivalentes às células satélite dos mamíferos (MCCROSKERY 
et al., 2003). Este comprometimento envolve principalmente a expressão dos 
fatores regulatórios miogênicos (Myogenic regulatory factors, MRFs) 
denominados myoD (fator determinante de mioblastos), myf-5 (JOHNSTON, 
2006), miogenina e MRF4 (WATABE, 1999, 2001; WEINTRAUB, 1993). Os 
MRFs são potentes ativadores transcricionais de genes músculo-específicos, 
tendo dois domínios conservados em cada membro da família: a região básica 
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e o domínio HLH (hélice-alça-hélice) que apresenta 80% de similaridade na sua 
sequência de aminoácidos uns com os outros (EDMONDSON e OLSON, 1993; 
WEINTRAUB et al., 1991). A região HLH é composta por duas α-hélices 
separadas por uma alça (loop), enquanto que a região básica (basic) 
caracteriza-se pela extensão de uma das α-hélices da região HLH (COLE et al., 
2004). Há uma sequência no DNA chamada E-box (5´-CANNTG-3´) localizada 
na região promotora da maioria dos genes músculo-específicos, a qual é 
reconhecida pelos MRFs, através do seu domínio básico (BLACKWELL e 
WEINTRAUB 1990; LASSAR et al.,1989; MURRE et al., 1989). Por outro lado, 
a região HLH dos MRFs é responsável pela ligação dessa molécula com 
proteínas E, como E12 e E47 (MURRE et al., 1989), resultando em 
heterodímeros “MRFs/proteína E”. A ligação entre heterodímero ou de 
homodímeros dos “MRFs/MRFs” e a sequência E-box ativa a transcrição de 
genes músculo-específicos, levando à sua expressão (LASSAR et al., 1989; 
MURRE et al., 1989). Estes fatores autorregulam sua própria expressão e 
ativam uns aos outros para estabilizar a diferenciação muscular (OLSON, 
1992).  
Durante a miogênese, os MRFs MyoD e myf5, são conhecidos como 
fatores primários que determinam a proliferação dos mioblastos ou das células 
satélites, enquanto a expressão da miogenina e MRF4, os fatores 
secundários, determinam o processo de diferenciação dos mioblastos, nas 
fases de fusão e diferenciação em fibras musculares maduras, ou das células 
satélites (RESCAN, 2001; WATABE 1999, 2001) (Fig.12). Além disso, a 
expressão de proteínas da família MyoD pode afetar o número de fibras 
musculares formadas, uma vez que ocorre heterocronicidade na expressão de 
seus membros (MACQUEEN et al., 2007). Até recentemente, eram conhecidos 
apenas dois parálogos do MyoD, porém, recentemente o terceiro parálogo 
deste fator foi caracterizado no salmão do atlântico (Salmo salar L.), na truta 
arco-íris (Oncorhynchus mykiss) e na truta marrom (Salmo trutta). Análises 
filogenéticas demonstraram que cada parálogo do MyoD de salmonídeos era 
ortólogo para um gene universal MyoD de teleósteos, denominado de MyoD1, 
e distinto de um segundo parálogo do MyoD, chamado de MyoD2, encontrado 
somente em algumas espécies de peixes. Os três parálogos do MyoD1 foram 
chamados de MyoD1a, b, c e têm seus padrões de expressão durante o 
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FIGURA 12 - Modelo descrevendo os principais eventos da miogênese no músculo esquelético 
de teleósteos. Neste esquema, células pluripotentes tornam-se mioblastos, que estão 
comprometidos com um destino miogênico para formar a MPC, envolvendo a expressão de 
fatores reguladores miogênicos MyoD e myf-5. Após a ativação por HGF / SF as MPCs passam 
por divisões assimétricas gerando células comprometidas com a diferenciação terminal. 
Marcadores de MPCs incluem c-met, Pax-7, e os fatores de transcrição, sox-8 e Fox-K1. 
Segue-se uma fase de proliferação controlada pela expressão de PCNA e miostatina- II e na 
saída do ciclo celular (regulado por p21), as MPCs iniciam a diferenciação envolvendo a 
expressão de miogenina, MRF-4 e MEF-2. Mioblastos podem fundir-se para formar miotubos 
em um evento de fusão mioblastos-mioblastos. Miotubos podem, ainda, rebeber mioblastos 
adicionais em um evento de fusão miotubo-mioblastos. FONTE: adaptado a partir de Johnston 
(2006). 
 
Após a ativação pelo HGF/SF (Hepatocyte growth factor/Scatter factor), as 
MPCs passam por divisões assimétricas, formando novas MPCs e também 
células filhas comprometidas com a diferenciação terminal. Os marcadores de 
MPCc incluem c-met (o receptor de HCF/SF), a proteína paired-box 7 (Pax-7) 
e os fatores de transcrição sox-8e Fox-K1 (JOHNSTON, 2006). 
A progênie de MPCs atravessa, então, uma fase de proliferação controlada 
por vias sinalizadoras positivas e negativas. Nesta fase, a proliferação celular é 
regulada positivamente pelo antígeno nuclear de proliferação celular (PCNA), 
que é um peptídeo associado à DNA polimerase  (JOHNSTON, 2006). O 
PCNA é sintetizado no início das fases G1 e S do ciclo celular e sua expressão 
está relacionada com a síntese de DNA (BRAVO et al., 1987; BASERGA, 
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1991). A expressão do PCNA em associação ao MyoD em células miogênicas 
são marcadores de ativação destas células progenitoras miogênicas. 
A Miostatina II é um importante regulador negativo do crescimento 
muscular e também pode regular negativamente a ativação das MPCs 
(JOHNSTON, 2006). A miostatina (GDF-8) é um membro da superfamília TGF-
β (transforming growth factor – β), que é expresso predominantemente no 
músculo esquelético. Thomas e colaboradores (2000) demonstraram que a 
miostatina evita a progressão do ciclo de divisão celular nas células 
miogênicas, restringindo assim o crescimento muscular. O gene da miostatina 
é expresso em baixos níveis durante o desenvolvimento inicial e em altos 
níveis no peixe adulto (VIANELLO et al., 2003; JOHANSEN e OVERTURF, 
2005), indicando um importante papel regulatório da miostatina durante a 
miogênese e o crescimento muscular, assim como ocorre em mamíferos 
(VIANELLO et al., 2003). A inibição da miostatina em transgênicos de zebrafish 
(Danio rerio) resultou em 20% de aumento no número de fibras musculares 
rápidas (XU et al., 2003).  
Após sair do ciclo celular (regulado pelo p21), a progênie de MPCs inicia 
um programa de diferenciação envolvendo a expressão de MRFs e membros 
das famílias de genes miogenina, MRF-4 e MEF-2 (JOHNSTON, 2006) que 
atuam cooperando na indução e transcrição de genes músculo específicos 
(MARECO, 2012). Na truta arco-íris (Oncorhynchus mykiss), a expressão de 
MRF-4 e MEF-2 apresenta picos em peixes muito jovens, que estão iniciando a 
atividade natatória. Nesta fase se observa a ocorrência tanto de hiperplasia 
quanto de hipertrofia muscular (JOHANSEN e OVERTURF, 2005).  
Em seguida, a progênie de MPCs pode migrar através do músculo e ter 
diversos destinos. Até cerca de 44% do comprimento final do peixe, os 
mioblastos da musculatura rápida podem se fundir para formar miotubos curtos 
em um evento denominado fusão mioblasto-mioblasto (JOHNSTON, 2006). 
Uma vez formados os miotubos, inicia-se um programa de miofibrilargênese e 
maturação de fibras musculares. A regulação do tamanho da fibra é controlada 
por vias de sinalização envolvendo o fator de crescimento semelhante à 
insulina I (IGF-I) e IGF-II (JOHNSTON, 2006). Em todos os estádios de 
crescimento da progênie de MPCs pode se fundir com as fibras musculares 
(fusão mioblasto-fibra muscular) em um processo de acréscimo de núcleos. 
À medida que o diâmetro e o comprimento da fibra muscular aumentam, 
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núcleos adicionais são requeridos para manter o domínio mionuclear (o volume 
de citoplasma controlado por cada núcleo) dentro de certos limites 
(JOHNSTON, 2006). Em mamíferos, o IGF-1 e as ações autócrinas de IGF-II 
têm maior atuação na regulação da massa muscular e no tamanho da fibra 
(BARTON-DAVIES et al., 1999). IGF-I ativa a via sinalizadora Akt-mTor, que 
tem um papel fundamental na regulação da síntese e degradação de proteínas 
dentro músculo (STITT et al., 2004; OHANNA et al., 2005). A transcrição 
autócrina de IGF-II exigida para a diferenciação da célula muscular esquelética 
é regulada pelo mTOR e pela disponibilidade de aminoácidos (ERBY et al., 
2003). Assim, a linha central do mTOR-IGF fornece uma ligação molecular 
entre níveis nutritivos e síntese protéica que conduzem à hipertrofia da fibra 
muscular. O crescimento nos peixes também é controlado primariamente pela 
disponibilidade de hormônio do crescimento, o IGF-I e o IGF-II e seus 
respectivos receptores e proteínas ligantes de IGF (MORIYAMA et al., 2000; 
CASTILLO et al., 2002; CASTILLO et al., 2004; PETERSON et al., 2004). Em 
mamíferos, os níveis de mRNA de IGF-II diminuem durante o desenvolvimento 
pós-natal (DAUGHADAY e ROTWEIN, 1989). Por outro lado, o mRNA de IGF-II 
foi encontrado em níveis mais elevados do que mRNA de IGF-I em diversos 
tecidos de peixes adultos, incluindo o músculo e o fígado (GABILLARD et al., 
2003; PETERSON et al., 2004). 
O resultado do equilíbrio entre síntese e degradação protéica é a 
manutenção do fenótipo muscular durante o crescimento. Isto ocorre através 
da ação conjunta de fatores de regulação miogênica, fatores de crescimento e 
de hormônios (MARECO, 2012) que juntos desencadeiam uma cascata de 
eventos moleculares que poderão resultar em síntese ou degradação proteica 
(MATSAKAS e PATEL, 2009). Segundo relataram Patruno e seus 
colaboradores (2006), a participação desses fatores e seus mecanismos de 
ação são, de modo geral, bem conservados entre os vertebrados, embora 
possam ocorrer diferenças entre as espécies. 
 
 
1.6 MATRIZ EXTRACELULAR 
 
A matriz extracelular (MEC) é constituída principalmente por colágenos, 
proteoglicanos e glicoproteínas (GPs), formando um agregado molecular. 
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Este agregado possibilita a organização dos tecidos e a sobrevivência celular 
uma vez que é por meio destes que as células mantêm-se associadas 
(FRANCO et al., 2009). Destacam-se como propriedades da MEC: resistência 
mecânica (através do colágeno), elasticidade (através da elastina e 
proteoglicanos), resiliência do tecido, inter-relações entre a célula e a matriz, e 
coesividade (intermediada pelas glicoproteínas, como laminina, fibronectina, 
entactina e trombospondina) (HAY, 1984; 1991). Pode-se dizer que a matriz 
extracelular é uma fonte importante de sinais, que podem ser transduzidos para 
o núcleo, levando à expressão de genes específicos no desenvolvimento 
embrionário através de processos de indução. Dentre diversas interações, 
destacam-se: adesão entre células, adesão célula matriz e a comunicação de 
sinais para a diferenciação e divisão celulares (GILBERT, 2003). 
Responsável pelas interações adesivas entre a célula e a matriz 
extracelular, existe uma classe de glicoproteínas chamada fibronectina 
(YAMADA, 1991). Além disso, a fibronectina também destaca-se nos 
processos de embriogênese, na qual sua expressão está relacionada com o 
estímulo da migração e diferenciação de diversos tipos celulares durante o 
desenvolvimento embrionário, além de atuar nos processos de reparo tecidual 
como moléculas de adesão para células e outras moléculas (YAMADA, 1991). 
Como exemplo, durante o desenvolvimento embrionário, células germinativas 
primordiais de vertebrados atravessam um ambiente rico em fibronectina 
durante os processos de migração (HEASMAN et al., 1981). Destaca-se ainda, 
a presença de fibronectina associada à lâmina basal durante a neurulação, 
atuando no processo de migração das células da crista neural (DUBAND e 
THIERY, 1982).  
A conversão de somitômero para somito epitelial, em vertebrados, é 
observada quando as células mais anteriores do somitômero se tornam 
compactas. Duas proteínas da MEC e da superfície celular são sintetizadas 
durante a formação do somito: a fibronectina e N-caderina (LASH e YAMADA, 
1986; HATTA et al., 1991). O mecanismo consiste na compactação dos 
somitômeros (células da placa segmentar) mais anteriores em somitos 





FIGURA 13 - Transição de um somitômero para um somito. Este fenômeno ocorre através da 
síntese de proteínas da MEC, fibronectina e N-caderina. (A) A expressão da N-caderina e 
fibronectina se correlacionam com a conversão de células mesenquimatosas soltas em um 
somito epitelial que, são controladas pela presença de Noch-1. (B) Esquema ilustrando a 
conversão de somitômero para somito (quando as células mais anteriores do somitômero se 
tornam compactas). FONTE: A de Hatta et al. (1991); cortesia de M. Takeichi; B Modificado 
segundo Conlon e colaboradores (1995) apud Gilbert (2003). 
 
Os glicosaminoglicanos (GAGs) são moléculas que se apresentam 
ligadas à superfície celular, podendo ser encontradas abundantemente na 
matriz extracelular ou ancorados à membrana plasmática (TURNBULL et al., 
2001). As funções biológicas estão relacionadas aos órgãos onde estes se 
encontram, no entanto, de forma geral, as suas propriedades estão 
relacionadas a processos de proliferação, adesão e migração celular (HANDEL 
et al., 2005). Os GAGs, ainda, podem interagir com diversas proteínas como as 
proteases e moléculas de sinalização extracelular, como as quimiocinas e 
fatores de crescimento (GILBERT, 2003; HANDEL et al., 2005). Durante o 
desenvolvimento muscular, células mediano-ventrais do somito (localizadas 
mais próximas ao tubo neural), tornam-se células mesenquimais novamente, e 
a porção do somito que dá origem a essas células é chamada de esclerótomo 
(é a primeira região a se diferenciar dos somitos) e essas células 
mesenquimatosas no final se tornam condrócitos vertebrais. A secreção de 
colágeno e GAGs (como o condroitin sulfato) resultam na construção do 
esqueleto axial (vértebras, costelas, cartilagem e ligamentos) (Fig. 14). Já as 
células da porção lateral do somito também se dispersam para formarem os 
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FIGURA 14 - Esquema da estrutura do somito de vertebrado em seção transversal. (A, B) as 
células mediano-ventrais do somito se tornam células mesenquimais novamente 
(esclerótomo) e começam a migrar afastando-se do dermátomo e miótomo para formarem o 
esqueleto axial (C) As migrações celulares que originarão a musculatura. FONTE: adaptado de 
Ordahl (1993) apud Gilbert (2003). 
 
Os GAGs são constituídos de repetidas unidades dissacarídicas lineares 
(não ramificadas) complexas e heterogêneas (variam na composição e ligação) 
com carga negativa pela presença da sulfatação, formando polímeros e 
denominados desta maneira tanto em animais vertebrados e invertebrados 
(MEDEIROS et al., 2000; HANDEL et al.; 2005; RODRIGUES et al., 2009b).  
Estas unidades dissacarídicas são constituídas de um resíduo de açúcar não 
nitrogenado (ácido idurônico, ácido glucurônico ou galactose) e outro de 
hexosamina (glicosamina ou galactosamina) (ERNST et al., 1995) (Tabela 1). 
Destacam-se o dermatan sulfato (DS), condroitim sulfato (CS), heparam 
sulfato (HS), queratan sulfato (QS) e ácido hialurônico que, em geral, 
formam agregados poliméricos complexos denominados de proteoglicanos 
(NELSON e COX, 2005; WU et al., 2010 (Tabela 1; Fig. 15)). Medeiros e 
colaboradores sugeriram que essas moléculas são conservadas 
evolutivamente, uma vez que os GAGs são encontrados em todos os grupos 
do reino animal que apresentam organização tecidual. 
Tabela 1- Principais glicosaminoglicanos e suas unidades dissacarídicas repetitivas. 





Glicosaminoglicano Unidade dissacarídica 
Ácido hialurônico Ácido glucurônico; N-acetilglucosamina 
Condritin Sulfato Ácido glucurônico, sulfato de N-acetilgalactosamina 
Dermatan Sulfato Ácido idurônico, sulfato de N-acetilgalactosamina 
Heparan Sulfato Ácido idurônico, sulfato de N-acetilglucosamina 





FIGURA15 - Esquema da estrutura de agregado de proteoglicanos. Os agregados de 
proteoglicanos são formados por: uma molécula axial de ácido hialurônico, proteínas centrais 
aderidas à molécula de ácido hialurônico por intermédio de uma proteína de ligação e de 
cadeias laterais de glicosaminoglicanos aderidos à proteína central. Várias cadeias de 
glicosaminoglicanos ligados à proteína central formam um proteoglicano. No detalhe a 
estrutura de um GAG: repetidas unidades dissacarídicas lineares constituídas de um resíduo 
de açúcar não nitrogenado (ácido idurônico, ácido glucurônico ou galactose) e outro de 
hexosamina (glicosamina ou galactosamina) ligadas à um core protéico através do aminoácido 
serina. FONTE: adaptado de Kierszenbaum (2008). 
 
1.7 EFEITO DA TEMPERATURA NA MIOGÊNESE 
 
O músculo estriado dos peixes apresenta grande plasticidade. As 
condições ambientais determinam a taxa de miogênese, a composição sub-
celular de organelas, o padrão de expressão gênica e o número e tamanho das 
fibras musculares (JOHNSTON, 2006; JOHNSTON et al., 2011). Durante os 
estádios embrionários e larvais, a plasticidade muscular em resposta às 
condições do ambiente, em geral, é irreversível devido à velocidade das 








FIGURA 16 – Esquema demonstrando o efeito causado pelas modificações ambientais.  
Condições ambientais (oxigênio, salinidade, pH, temperatura, fluxo de água, iluminação) no 
sistema fisiológico podem afetar a histofisiologia e o fenótipo do músculo esquelético em 
peixes. FONTE: Adaptado de Johnston (2006). 
 
Diversos estudos demonstraram que a temperatura de incubação dos 
embriões e larvas pode influenciar o desenvolvimento e o crescimento dos 
peixes. Variações da temperatura podem causar alterações fenotípicas, que 
refletem no número, tamanho e estado de diferenciação das fibras musculares, 
bem como nas propriedades contráteis e metabólicas do músculo esquelético 
dos peixes (STICKLAND et al., 1998; MOKSNESS et al., 1995; VIEIRA e 
JOHNSTON, 1992; JOHNSTON, 2001; VALENTE et al., 1999; RODRIGUES-
GALDINO, 2009). Tais alterações podem levar a diferenças nas taxas de 
crescimento muscular, refletindo no tamanho das larvas e dos adultos. Como 
por exemplo, o salmão do atlântico (Salmo salar L.) que pode apresentar um 
aumento de 20% no número final de fibras musculares de acordo com a 
temperatura em que forem incubados (JOHNSTON et al., 2003). Ou o zebrafish 
(Danio rerio) incubado em diferentes temperaturas (22, 26 e 31°C), o qual 
apresentou maior comprimento final e maior número de fibras em embriões 
cultivados à 26° C quando comparados aqueles incubados às temperaturas 
experimentais extremas (31°C) (JOHNSTON et al., 2009). Peixes incubados 
em temperatura acima daquelas mais frequentes no ambiente apresentaram 
um número menor de fibras musculares de maior diâmetro e um maior número 
daquelas de pequeno diâmetro (STICKLAND et al., 1998; VIEIRA e 
JOHNSTON, 1992). Isto caracteriza, como dito anteriormente, hiperplasia, ou 





lado, peixes de várias espécies incubados em baixas temperaturas apresentam 
um maior número total de fibras musculares, bem como de vértebras 
(STICKLAND et al., 1998; NATHANAILIDES et al., 1996).  
A temperatura é um fator crítico no desenvolvimento dos peixes. 
Geralmente temperaturas mais baixas retardam os padrões de 
desenvolvimento nos peixes e temperaturas mais altas os aceleram (SAKA et 
al., 2004). Contudo, El-Sayed (2006) afirma que, em geral, a taxa de 
desenvolvimento e crescimento dos peixes aumenta na medida em que a 
temperatura da água aumenta Essa característica ocorre até que se atinja a 
temperatura próxima à temperatura ótima para o cultivo da espécie. Na 
produção de peixes em larga escala, a economia geralmente exige que os 
espécimes cultivados atinjam o tamanho ideal no menor tempo possível. Sendo 
assim, são frequentemente utilizadas temperaturas elevadas para que o 
desenvolvimento inicial dos peixes seja acelerado (PETERSON et al., 2004). 
Entretanto, tanto Klimmogianni e colaboradores (2004), quanto Saka e 
colaboradores (2004) consideram a possibilidade da incubação em 
temperaturas mais altas provocar um maior número de malformações tanto no 
sistema cardíaco quanto nas regiões cefálica e caudal. Além disso, altas 
temperaturas durante o desenvolvimento podem causar efeitos em longo prazo 
na celularidade (densidade de células) muscular (FINN, 2007).  
Foi verificado que a incubação em diferentes temperaturas desvincula o 
crescimento e a diferenciação de várias características críticas à natação, 
incluindo o desenvolvimento de nadadeiras e a aquisição dos padrões adultos 
de inervação e composição de proteínas miofibrilares (actina e miosina) 
(JOHNSTON et al., 1997). Em Clupea harengus a síntese de miofibrilas ocorre 
em estádios mais avançados do desenvolvimento em embriões incubados em 
temperaturas mais baixas. Por exemplo, no estágio de 50 somitos, as 
miofibrilas são encontradas nas células dos 31 primeiros somitos a 12oC, mas 
somente nos 20 primeiros somitos a 5oC (JOHNSTON et al., 1997). Tais efeitos 








1.8 O JUNDIÁ (Rhamdia quelen) 
 
Os Siluriformes, representados pelos bagres, vêm apresentando destaque 
na piscicultura nacional. Dentre estes, o jundiá (Rhamdia quelen Quoy e 
Gaimard, 1824) é uma espécie de água doce nativa das Américas Central e Sul 
(SILFVERGRIP, 1996), adaptada a diferentes ambientes e que vem 
apresentando bons resultados em viveiros de piscicultura, principalmente no 
Sul do Brasil. É uma espécie sedentária com preferência por ambientes 
lênticos, sendo considerada onívora e generalista em relação aos hábitos 
alimentares (Fig. 17) (BALDISSEROTTO e RADÜNZ NETO, 2004). 
 
FIGURA 17 - Exemplar adulto de Rhamdia quelen.  
FONTE: http://www.santaregina.com.br/index.php?acao=17ecodigo=48 (2013). 
 
O jundiá apresenta excelente aceitação pelo mercado consumidor, tanto 
para pesca esportiva quanto para consumo direto (CARNEIRO et al., 2003; 
BALDISSEROTTO e RADÜNZ NETO, 2004). É um peixe de rápido 
crescimento, com fácil adaptação à criação intensiva, rústico, facilmente 
induzido à reprodução, com altas taxas de fecundação, apresentando carne 
saborosa com baixo teor de gordura e poucos ossos intramusculares (LUCHINI 
e AVENDAÑO, 1985). Por estas razões, a espécie tem atraído à atenção de 
produtores e pesquisadores devido a várias características favoráveis à sua 
criação e comercialização (GOMES et al., 2000). 
São euritérmicos, sendo que as larvas toleram temperaturas entre 15 e 
34°C (CHIPPARI-GOMES et al., 1999), sobrevivendo durante invernos frios e 
crescendo rapidamente no verão (BARCELLOS et al., 2002). Vale ressaltar que 
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a temperatura média da água no sul do Brasil, onde existe a cultura extensiva 
deste bagre, varia entre 15 e 30°C (CHIPPARI-GOMES et al., 1999). 
De acordo com Gomes e colaboradores (2000), os estudos a respeito dos 
parâmetros físico-químicos da água e o crescimento em cativeiro são 
essenciais para melhorar o uso desta espécie na cultura de peixes. Além de 
serem euritérmicos, toleram uma faixa de pH ambiental relativamente ampla 
(6,0 a 9,0) nos períodos embrionário e larval (FERREIRA et al., 2000). No 
entanto, os alevinos sobrevivem em uma faixa estreita de sais dissolvidos na 
água, sendo classificados como estenoalinos (MARCHIORO e 
BALDISSEROTTO, 1999). 
A criação do jundiá vem crescendo de forma constante e acelerada nos 
últimos anos, demandando esforços dos grupos de pesquisa envolvidos em 
trabalhos científicos voltados ao conhecimento desta espécie e suas 
particularidades quando mantida em cativeiro. A variabilidade de ambientes de 
distribuição do jundiá sugere que seus embriões e larvas possam ser 
incubados com relativo sucesso em ampla faixa de temperaturas. Faz-se 
necessário, entretanto, estudos mais específicos, possibilitando o 
desenvolvimento de estratégias que possam reduzir as perdas na larvicultura e 






















Nos últimos anos, nosso grupo de pesquisa (Laboratório de Biologia 
Adaptativa - UFPR) vem estudando o desenvolvimento e crescimento do jundiá 
em colaboração com o Laboratório de Pesquisa em Piscicultura da PUC-PR. 
Os principais objetivos do grupo são gerar conhecimentos que possam ser 
aplicados à piscicultura, melhorando a produtividade da espécie. 
Paralelamente, são levantadas questões relacionadas aos mecanismos 
morfofisiológicos, celulares e moleculares que ocorrem durante o 
desenvolvimento desses organismos, cujos resultados podem contribuir para o 
entendimento da biologia do desenvolvimento dos vertebrados. 
Inicialmente, o grupo descreveu detalhadamente todos os estádios do 
desenvolvimento embrionário e larval do jundiá, destacando os principais 
eventos da organogênese da espécie (MAIOLINO, 2012; ARAÚJO, 2011; 
RODRIGUES-GALDINO et al., 2010; RODRIGUES-GALDINO, 2009; 
FORGATI, 2008; MAIOLINO et al, 2008a; 2008b; RODRIGUES-GALDINO, 
2006). Resultados prévios do grupo indicaram que a temperatura não interfere 
em determinados processos, como a ocorrência dos movimentos morfogênicos 
durante a gastrulação (RODRIGUES-GALDINO et al., 2007b). Todavia, 
temperaturas mais altas aceleram o desenvolvimento embrionário do jundiá. 
Peixes incubados a 21°C eclodiram 43 horas após a fertilização (hpf), enquanto 
que aqueles incubados a 30°C eclodiram 19 hpf (FORGATI et al., 2007a; 
2007b; RODRIGUES-GALDINO et al., 2010).  
Durante meu trabalho de mestrado (RODRIGUES-GALDINO, 2009), foram 
verificadas variações na taxa de sobrevivência, ocorrência de malformações e 
no tamanho das larvas incubadas nas diversas temperaturas (18, 21, 24, 27 e 
30°C). Estes resultados sugerem diferenças no crescimento muscular devido à 
temperatura. Foi determinada, ainda, a composição centesimal dos 
organismos, permitindo inferências sobre potenciais diferenças nas 
propriedades nutricionais e organolépticas da carne do peixe adulto devido à 
temperatura de incubação nos períodos iniciais do desenvolvimento. 
Estes trabalhos prévios levantaram questões a respeito do efeito da 
temperatura de incubação nos mecanismos envolvidos na formação e no 
crescimento do músculo esquelético. Os resultados obtidos pelo estudo 
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morfoanatômico, sugerem que as complexas vias de sinalização relacionadas à 
diferenciação celular das fibras musculares, bem como o padrão de distribuição 
dessas células, podem ser alterados pela temperatura. Isto indica, por 
exemplo, que dependendo das condições ambientais, o crescimento muscular 
pode alternar entre hipertrofia e hiperplasia, resultando em diferenças de 
celularidade, que refletirão na quantidade e qualidade da carne resultante. 
O presente estudo visa verificar os efeitos de duas diferentes temperaturas 
na formação e no crescimento muscular desta espécie de interesse comercial. 
O estudo levanta as seguintes questões: (i) A estrutura e ultraestrutura 
muscular podem ser alteradas pela temperatura? (ii) Que etapas da miogênese 
são alteradas pela temperatura? (iii) Quais reguladores miogênicos estão 
envolvidos na variação de celularidade (número e diâmetro de fibras 
musculares) imposta pela variação térmica ambiental?  
As temperaturas experimentais (21 e 27°C) foram escolhidas com base em 
estudo prévio (dissertação de mestrado). Naquele estudo, as duas 
temperaturas extremas provocaram baixa taxa de sobrevivência e altos índices 
de malformações, indicando que são inadequadas para a incubação da 
espécie. Os organismos incubados em 24 e 27°C apresentaram resultados 
semelhantes, ao contrário daqueles incubados a 21°C, que embora tenham 
apresentado alta taxa de sobrevivência como nas outras temperaturas, 
desenvolveram-se de forma muito lenta, mas atingiram maiores tamanhos.  
O desenvolvimento de estratégias que reduzam as perdas na larvicultura 
pode criar novas perspectivas para o cultivo intensivo de peixes. Os resultados 
deste estudo trarão subsídios para melhorar os resultados na larvicultura e, 
consequentemente na produção do jundiá, além de contribuir para enriquecer o 















3.1 OBJETIVO GERAL 
 
Verificar os efeitos da temperatura no padrão de marcação de reguladores 
miogênicos, bem como na diferenciação e no crescimento muscular do jundiá 
(Rhamdia quelen) durante o desenvolvimento inicial. 
 
 
3.2 OBJETIVOS ESPECÍFICOS 
 
3.2.1 Determinar o padrão de marcação e a distribuição espacial dos 
reguladores miogênicos MyoD e miogenina no jundiá (Rhamdia quelen) 
desde o período inicial de segmentação até 7 dias após a eclosão de 
organismos incubados a 21 e 27°C. 
3.2.2 Verificar a estrutura e ultraestrutura, o estado de diferenciação e o 
padrão de expressão da miosina das células miogênicas e fibras 
musculares no jundiá (Rhamdia quelen) desde o período inicial de 
segmentação até 7 dias após a eclosão de organismos incubados a 21 
e 27°C. 
3.2.3 Observar se a ocorrência de crescimento muscular por hipertrofia e por 
hiperplasia apresenta relação com a temperatura de incubação (21 e 
27°C) no jundiá (Rhamdia quelen) até 7 dias após a eclosão. 
3.2.4 Analisar o crescimento muscular e sua relação com os eventos de 
morfogênese, diferenciação e divisão celular que ocorrem na matriz 
celular ao redor destas células através da composição de 
proteoglicanos e/ou glicosaminoglicanos no jundiá (Rhamdia quelen) 
desde o período inicial de segmentação até 7 dias após a eclosão de 








4  MATERIAL E MÉTODOS 
 
 
4.1 DESOVA E FERTILIZAÇÃO 
 
Os ovos de Rhamdia quelen (jundiá) foram obtidos no Laboratório de 
Pesquisas em Piscicultura da PUCPR (São José dos Pinhais – PR) por desova 
induzida (hipofização) de um pool de exemplares machos e fêmeas 
sexualmente maduros e fertilização in vitro (Fig. 18), de acordo com 
procedimentos de rotina daquele laboratório. Em seguida, os ovos fertilizados 
foram cuidadosamente transportados em galões plásticos (5L) contendo água 
de poço artesiano em aproximadamente 30 min à temperatura de 25±1°C. 
Foram então incubados no Laboratório de Biologia Adaptativa do 




FIGURA 18 - Procedimento de extrusão e fertilização in vitro em Rhamdia quelen. O jundiá 
durante o período reprodutivo da espécie (primavera/verão) – A) Exemplar adulto (com 
aproximadamente 12 meses de idade). Fonte: USGS (2006). B) Extrusão dos ovócitos. C) 
Mistura dos gametas masculinos aos femininos. D) Ovócitos e esperma antes da hidratação. 





4.2 BIOENSAIOS E AMOSTRAGEM 
 
Os experimentos foram aprovados pelo Comitê de Ética em 
Experimentação Animal da Universidade Federal do Paraná (certificado n° 316, 
Processo 23075.019887/2008-05; Anexo I). 
Duas horas após fertilização (hpf), cerca de 4500 embriões1 no estádio de 
blástula E8/E9 (estadiamento de acordo com RODRIGUES-GALDINO et al., 
2010, Anexo III) foram transferidos para aquários , com água filtrada, em 
sistema estático e temperatura controlada (21°C e 27°C). O número de ovos por 
litro foi mantido constante (800 ovos/L). Os embriões e larvas iniciais foram 
incubados até 48 hpf em caixas plásticas com capacidade para 6L (contendo 
5L de água) (Fig. 19A, B e C). Após este período de incubação, as larvas foram 
transferidas para os aquários de vidro cobertos com papel contact preto2 (Fig. 
19D) e mantidas sob as mesmas condições experimentais.  
 
 
FIGURA 19 – Bioensaios com diferentes temperaturas de incubação de embriões de Rhamdia 
quelen. A) Aquários e caixas plásticas utilizados na incubação de embriões de Rhamdia quelen 
nas diferentes temperaturas. B) Caixas plásticas usadas na incubação dos embriões e larvas 
até 48 hpf. C) Caixa plástica, com ovos em incubação, logo após a fertilização. D) Aquários 
escuros. FONTE: Souza (2012). 
                                                          
1 A quantificação dos embriões foi estimada pelo volume, sabendo-se que cada mililitro contém 
aproximadamente 150 embriões. 
2 
Estas condições de transferência foram estabelecidas através de testes realizados 
previamente, objetivando melhores condições de adaptabilidade de incubação de embriões e 




Após 72 hpf (E27+), as larvas passaram a ser alimentadas diariamente 
com embriões de artêmias (Artemia sp.) sem córion e ração comercial para 
alevinos. Foram realizadas trocas parciais da água diariamente (20% do 
volume total).  
A amostragem foi realizada nos seguintes estádios do desenvolvimento: 10 
somitos (estádio 18), 18 somitos (estádio 20), 25 somitos (estádio 21), eclosão 
(estádio 25), larva de 24h (estádio 26), larva de 48h (estádio 27), pós-larva de 7 
dias (estádio 29) em cada tempo para as duas temperaturas. Imagens dos 
embriões in vivo foram capturadas no momento da amostragem, sob um 
fotomicroscópio Quimis acoplado a uma câmera digital (Sony Cyber Shot), A 
Tabela 2 indica quais análises foram feitas e quantos indivíduos foram 
amostrados em cada réplica de cada tratamento. Os embriões foram retirados 
dos aquários com uma pipeta e então congelados ou colocados em frascos 
contendo fixador, conforme descrito abaixo. 
 
Tabela 2- Estádios em que os embriões, larvas e pós-larvas de Rhamdia quelen foram 
amostrados. Amostragem após incubação em diferentes temperaturas indicando os objetivos 
de cada análise e tamanho amostral em cada réplica de cada situação experimental. 
ANÁLISES OBJETIVOS ESTÁDIOS 
MORFOMETRIA 
  ocorrência de crescimento 
muscular por hipertrofia e por 
hiperplasia 
L 24 (estádio 26) (n=6), 
L 48 (estádio 27) (n=6), 




  ultraestrutura e o estado de 
diferenciação celular das 
células miogênicas e fibras 
musculares 
E (estádio 25) (n=4)*, 
L 24 (estádio 26) (n=4)*, 
L 48 (estádio 27) (n=4)*, 
PL 7 (estádio 29) (n=4)* 
IMUNOHISTOQUÍMICA 
  padrão de expressão e  
distribuição espacial dos 
reguladores miogênicos 
E (estádio 25) (n=8)**, 
L 24 (estádio 26) (n=8)**, 
L 48 (estádio 27) (n=8)**, 
PL 7 (estádio 29) (n=8)** 
GLICOSAMINOGLICANOS  
  avaliar o papel destes 
glicoconjugados no tecido 
muscular e sua relação com os 
eventos de morfogênese, 
diferenciação, divisão celular e 
crescimento muscular 
10 S (estádio 18) (n=40), 
18 S (estádio 20),(n=40) 
25 S (estádio 21) (n=40), 
E (estádio 25) (n=40), 
L 24 (estádio 26) (n=40), 
L 48 (estádio 27) (n=40), 
PL 7 (estádio 29) (n=40) 
n indica o número de indivíduos utilizados nas análises a 21 e 27°C, sendo que foi utilizado 
metade de cada amostra para cada temperatura. *Foi utilizado um embrião ou larva para o 
corte transversal e um para o longitudinal.**Foi utilizado um embrião ou larva de cada 
temperatura para cada grupo de anticorpos (MyoD + Ácido Hialurônico; Miosina + Ácido 




Durante o ano de 2010 foram realizados dois bioensaios, sendo o primeiro 
em fevereiro e o segundo em março. Cada bioensaio foi realizado em triplicata 
(R1, R2 e R3) e nas duas temperaturas propostas (21 e 27°C). Durante o ano 
de 2011 foram realizados três bioensaios, sendo o primeiro em janeiro, o 
segundo em fevereiro e o último em março, conforme a Tabela 3. Nestes 
bioensaios foram coletadas amostras para todas as análises de: Microscopia 
de Luz e Eletrônica de Transmissão, Imunohistoquímica e Glicosaminoglicanos 
Sulfatados. 
 
          Tabela 3 - Número de Bioensaios realizados para este estudo. 
Ano 
Meses 
Janeiro Fevereiro Março 
2010 - 1 1 
2011 1 1 1 
FONTE: o autor. 
 
 
4.3 ESTRUTURA DO TECIDO MUSCULAR E MORFOMETRIA DAS 
FIBRAS MUSCULARES 
 
As amostras foram fixadas em PFA 4% (paraformaldeído 4% em tampão 
fosfato de sódio 0,1M, pH 7,4) por 3h em temperatura ambiente. Em seguida, 
as amostras foram lavadas e mantidas em tampão PBS 0,1M sob refrigeração 
(4°C) até processamento. 
Após a lavagem com tampão fosfato de sódio 0,1M para retirada do 
excesso do fixador e desidratação em série alcoólica crescente, as amostras 
foram infiltradas por uma semana e emblocadas em Historesina Leica® 
segundo procedimento padrão (desidratação, infiltração, emblocagem, corte, 
coloração, fotodocumentação) descrito no ANEXO II. 
Os cortes foram obtidos com navalhas de tungstênio em micrótomo 
convencional Leica® e corados com Hematoxilina-Eosina e/ou Azul de 
Toluidina. As lâminas foram analisadas e documentadas sob microscópio de 
luz (Zeiss ® - Imager. Z2) com o auxílio de scanner de lâminas (MetaSystems) 
acoplado a ele. 
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A morfologia do tecido muscular das larvas e pós-larvas foi analisada 
através de scanner de lâminas (Zeiss ® - Imager. Z2). Com isso, lâminas com 
cortes correspondentes à mesma região corpórea (determinados com base na 
morfologia dos orgãos presentes na altura do tronco, como mostra a Fig. 20) 
foram selecionadas para se determinar a densidade das fibras em relação aos 
diferentes tratamentos, o que totalizou em média 30 cortes de cada estádio e 




FIGURA 20 – Representação em microscopia de luz de larva em eclosão de jundiá. Indica-se a 
altura aproximada em que foram realizados os cortes nas larvas de R. quelen a fim de estimar 
a densidade e área das fibras musculares esqueléticas em relação as diferentes temperaturas. 
Escala: 500µm. FONTE: o autor. 
 
Pela técnica do duplo cego, as imagens foram devidamente enumeradas 
para posterior identificação dos tratamentos correspondentes. Utilizando o 
programa MetaSystems/VSViewer, foi medida a área total da região contendo 
tecido muscular estriado esquelético de cada corte, bem como a área 
superficial e o perímetro de 10 fibras musculares individuais, escolhidas 
aleatoriamente. Foi realizado também a quantificação do número total das 
fibras musculares na região onde foi medida a área em todas as imagens 
obtidas. A densidade de fibras musculares (fibras por mm2) foi calculada com 
base no número de fibras presentes por área total de músculo, conforme o 




FIGURA 21 - Esquema ilustrativo da morfometria das fibras musculares. (A) Ao lado esquerdo 
a área de 10 fibras musculares aleatórias e a direita a contagem do número total de fibras na 




4.4 ULTRAESTRUTURA DAS FIBRAS MUSCULARES 
 
Após coletadas, as amostras foram fixadas em Karnovisky 
(Paraformaldeído 2%, glutaraldeído 2,5% em tampão cacodilato 0,1M, pH 7,2 a 
4C) por 3h em temperatura ambiente  e posteriormente lavadas em tampão 
cacodilato 0,1M sob refrigeração (4°C) até processamento. Foram pós-fixadas 
em tetróxido de ósmio a 2% (tampão cacodilato 0,1M pH 7.2) e contrastadas 
com acetato de uranila 2%. Após emblocagem em Epon-812 os cortes 
ultrafinos obtidos em ultramicrótomo Sorval Porter Blum MT-2 foram 
contrastados em solução aquosa de acetato de uranila 2% e citrato de chumbo 
conforme procedimento padrão. A observação do material foi realizada em 
microscópio eletrônico de transmissão JEOL 1200EX II do Centro de 
Microscopia Eletrônica da UFPR.  
 
 
4.5 IMUNOMARCAÇÃO DAS FIBRAS MUSCULARES 
 
As amostras foram fixadas em PFA 2% (Paraformaldeído 2% em tampão 
fosfato 0,1M, pH 7,4) por 2h em temperatura ambiente.  Em seguida, foram 
lavadas em PBS 0,1M e mantidas sob refrigeração (4°C).  
Após a fixação, o material foi lavado em PBS 0,1 M, permeabilizou-se com 





fluorescência do PFA incubando as amostras em glicina 1% e lavou-se em 
PBS 0,1M. Seguiu-se a incubação em PBS 0,1M em Triton X-100 0,5% e BSA 
1% por 1h para o bloqueio dos sítios inespecíficos nas larvas e pós-larvas 
inteiras. Seguiu-se o procedimento de imunohistoquímica de fluorescência, no 
qual o anticorpo primário liga-se especificamente ao substrato (BSA 1% em 
PBS 0,1M, Triton X-100 e anticorpo primário por 4h), seguido pelas lavagens 
em PBS 0,1M em Triton X-100 0,5% uma vez e apenas em PBS 0,1M por 
quatro vezes (bloqueio para o anticorpo secundário), seguindo a ligação do 
anticorpo secundário conjugado com fluoróforo ao primário (BSA 1% em PBS 




FIGURA 22 - Esquema ilustrativo da reação imunohistoquímica. (A) antígeno ou substrato no 
poço (amostra), (B) Adição de tampão contendo o anticorpo (primário) antígeno específico, 
incubação e lavagem, (C) a ligação ocorre apenas entre anticorpo e antígeno específico, (D) 
adição de anticorpos secundários marcados, incubação e lavagem, (E) Ligação do anticorpo 
secundário ao primário, (F) Adição de fluoróforo e (G) cor gerada à partir do grau de 
especificidade da ligação entre antígeno-anticorpo. FONTE: adaptado de Actor (2007). 
 
A incubação com o anticorpo primário: 
 anti-MF20 monoclonal anti-mouse (reage com a cabeça pesada da 
miosina sarcomérica, dita meromiosina – Fig. 23),  
 anti-F5D monoclonal anti-mouse que reage com miogenina, 
provavelmente controlando a transição mioblasto-miotubo (o epítopo 
localiza-se na extremidade carboxiterminal do domínio HLH da proteína 
miogenina), 
 anti-D7F2 monoclonal anti-mouse que reconhece MyoDa e MyoDb 













Todos eles da Developmental Studies Hybridoma Bank (DSHB), University 
of Iowa, USA), e: 
 sonda para ácido hialurônico biotinilada (reconhecem as duas proteína 
da matriz extracelular) (adquiridos da Prof. Dra. Helena B. Nader – 
UNIFESP). 
Todos adequadamente diluídos em tampão BSA 1% em PBS 0,1M, Triton 
X-100 0,5%, conforme o protocolo descrito no ANEXO II.  
 
 
FIGURA 23 - Esquema da molécula de miosina. Cada molécula de miosina é composta por 
duas cadeias pesadas de miosina (MHC) e quatro cadeias leves de miosina (MLC). As MHC 
podem ser clivadas e gerar as meromiosinas leves (LMM) e pesadas (HMM). O anticorpo 
reconhece as meromiosinas na cabeça da molécula. FONTE: Dal Pai-Silva e colaboradores 
(2005). 
 
Após lavagem seguiu-se a incubação com os respectivos anticorpos 
secundários fluorescentes anti-mouse conjugado com Alexa Flúor 488 para os 
anticorpos que marcam tecido muscular estriado esquelético, e Streptavidina 
para Ácido Hialurônico (conjugado com fluoróforo 594- vermelho). Todos os 
anticorpos secundários foram diluídos em PBS 0,1M em Triton X-100 e BSA 
1%. As células foram incubadas com DAPI (4´6-diamidino-2-
fenilindole,dihidrocloride) intercalante de DNA (Molecular Probe, Eugene, OR, 
USA) por 15 minutos em uma diluição de 1:1000 em PBS 0,1M. O material foi 
lavado cinco vezes em PBS 0,1M e concluiu-se com a montagem em lâmina 
escavada em Fluoromunt-G com DAPI, segundo procedimento padrão. A 
observação dos resultados e obtenção das imagens foi realizada em 







4.6 GLICOSAMINOGLICANOS  
 
Para identificação e quantificação de glicosaminoglicanos foi utilizado o 
método desenvolvido por Jaques e colaboradores (1968) e modificado por 
Dietrich e Dietrich (1976).  
Para esta análise, um pool de 40 embriões e larvas de cada estádio e cada 
temperatura experimental foi lavado e mantido em acetona por quatro dias à 
4°C. O material foi devidamente macerado para que a acetona entrasse em 
contato com a amostra por completo, pois ela é a responsável por clivar a 
ligação do GAG com o core protéico. Os detalhes do protocolo estão descritos 
no ANEXO II.  
Após este período, as amostras foram centrifugadas por 10min, o 
sobrenadante foi eliminado e o pellet foi desidratado à temperatura ambiente 
para obtenção do pó cetônico. Para degradação das proteínas, as amostras 
foram incubadas com Maxatase 3mg/mL em TRis/HCl 0,05 M pH 8.0 e NaCl 
0,15M overnight a 56°C. Foi adicionado ácido tricloroacético (TCA) lentamente 
e centrifugado por 15min a 4°C. O sobrenadante (que contém os carboidratos- 
GAGs) foi coletado em um novo tubo e adicionado três vezes o volume de 
Etanol 100% e deixado overnight a 20°C. O etanol desidrata o carboidrato e o 
mesmo por consequência desce no tubo. Após uma nova centrifugação de 
15min a 4°C, o sobrenadante foi descartado e os tubos foram deixados à 
temperatura ambiente para secar. Após desidratação, foi adicionado 25 µL de 
água Milli-Q para resuspender o conteúdo de GAGs. 
A agarose (0,55%) (Standard Low-MR da Bio-Rad Laboratories, Inc-
Hercules, CA, USA) foi dissolvida no tampão PDA e depositada sobre lâminas 
de vidro de 7,5 x 7,5cm e com uma espessura de 0,2 cm de gel. Os 
proteoglicanos e/ou glicosaminoglicanos foram submetidos à eletroforese em 
caixa refrigerada, utilizando o mesmo tampão do gel. A corrida eletroforética 
dos compostos foi realizada com uma diferença de potencial de 100V e 300mA 
por 2h30min ou até que o vermelho de cresol usado como indicador da corrida, 
migrasse a distância desejada. Os glicosaminoglicanos: condroitim sulfato 
(CS), dermatam sulfato (DS) ou heparam sulfato (HS) foram empregados como 
padrão. A origem da corrida eletroforética é o pólo negativo, visto que estes 
compostos são altamente aniônicos, desta forma migram para o pólo positivo. 
Após a eletroforese os compostos foram precipitados com CETAVLON 
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(brometo de cetiltrimetilamônia da Merck, Darmstadt, Alemanha) 0,1%, por um 
período de no mínimo 2 horas a temperatura ambiente. Posteriormente, as 
lâminas foram secas, sob ação de calor e ventilação. A seguir, o gel foi corado 
com azul de toluidina (Fisher Scientific Co. Fair Lawn, NY, USA) 0,1% em ácido 
acético 1% e etanol 50%. O excesso de corante foi removido com solução 
descorante (ácido acético 1% em etanol 50%). As lâminas foram secas a 
temperatura ambiente. Por último, o gel foi fotografado utilizando câmera digital 
Sony Cyber Shot. 
Os padrões de glicosaminoglicanos utilizados foram condroitim-4-sulfato 
(extraído de cartilagem de baleia) e condroitim-6-sulfato (extraído de cartilagem 
de tubarão) (Seikagaku, Kogyo, Tókio, Japan), dermatam sulfato e heparam 
sulfato (extraídos respectivamente de pele de porco e pâncreas bovino) Foi 
utilizado o tampão 1,3 diaminopropano acetato (PDA) 0,05M, pH 9,0. (Aldrich 
Chem. Co.). Este tampão descrimina o perfil migratório dos compostos de 
acordo com a interação com a diamina presente no tampão. Pela ordem 
decrescente de mobilidade eletroforética temos: condroitim 4 e 6 sulfato (CS), 
dermatam sulfato (DS), heparam sulfato (HS). Assim o condroitim sulfato 4 e 6 




Foi utilizado o teste t para avaliar se havia diferença significativa no 
crescimento da área muscular, no aumento do número e área das fibras 
musculares, e a densidade entre as temperaturas, em cada um dos estádios de 
desenvolvimento. Antes de realizar o teste t para comparar as diferenças no 
crescimento nas duas temperaturas foi verificada a normalidade das amostras. 
Se a interação for significativa, a temperatura afeta o crescimento. As 
análises estatísticas foram feitas pelo software STATISTICA® e os gráficos 
gerados no software GraphPad Prism 5®. Os dados são apresentados como 











5.1 ESTRUTURA DO TECIDO MUSCULAR E MORFOMETRIA DAS FIBRAS 
MUSCULARES 
 
A análise da morfometria das fibras musculares das larvas e pós-larvas de 
jundiá (Rhamdia quelen) em secção transversal sob microscopia de luz (Fig. 
24, 25 e 26) possibilitou observar que houve diferença no padrão de 
desenvolvimento do músculo esquelético entre as temperaturas 21 e 27°C 
quando analisados os estádios de larva 24, 48 hpe e pós-larva 7 dpe, sob estas 
condições experimentais.  
A área total coberta por musculatura esquelética e o número de fibras 
musculares presentes nesta área não variou nas larvas (24 e 48 hpe) entre 21 
e 27°C. No entanto, as pós-larvas (7 dpe) incubadas a 27°C apresentaram 
maior área total em secção transversal ocupada pela musculatura (0,054 ± 
0,005 mm²) quando comparados àqueles incubados a 21°C (0,046 ± 
0,005mm²) (Fig 24 A, Tab.4). Por outro lado, o número total de células 
musculares das pós-larvas foi menor a 27°C (300,85 ± 38,69) quando 
comparadas às pós-larvas incubadas a 21°C (343,65 ± 73,29) (Fig. 24 B, 
Tab.4).  
 
FIGURA 24 – Área muscular em mm² e número de fibras musculares totais das larvas de 
jundiá incubados a 21 e 27°C. A) A área total da musculatura esquelética está indicada em 
mm², B) o número total de células da região muscular total ao longo dos estádios experimentais 
(larva 24 hpe, larva 48 hpe e pós-larva 7 dpe). Barras brancas indicam média ± desvio padrão 
de larvas incubadas a 21°C e as barras pretas média e desvio padrão daqueles incubados a 
27°C. * indica diferença significativa entre as temperaturas. 
 
Individualmente, as fibras musculares apresentaram maior área superficial 
nas larvas com 48 hpe à temperatura mais alta (27°C) (782,57 ± 289,99 µm²) 
que na mais baixa (21°C) (701,80 ± 286,11 µm²) (Fig. 25 A, Tab.4), não houve, 
 



































































porém, diferença significativa na área dessas células nas pós-larvas incubadas 
nas duas temperaturas. 
Nas larvas com 24 hpe, a densidade de fibras musculares foi maior a 27°C, 
sendo que a diferença não foi significativa nas larvas com 48 hpe. Contudo, a 
situação se inverteu nas pós-larvas, nas quais a densidade foi maior sob 
temperatura menor (21°C) (Fig. 25 B e Tab. 4). 
 
 
FIGURA 25 – Área das fibras musculares em µm² e densidade (fibras.mm
-
²) das larvas de 
jundiá incubados a 21 e 27°C ao longo dos estádios experimentais (larva 24 hpe, larva 48 hpe 
e pós-larva 7 dpe). A) representa a área de cada célula muscular em µm² e em B) a densidade 
das fibras ao longo do desenvolvimento. Barras brancas indicam média e desvio padrão das 
larvas incubadas a 21°C e as barras pretas média e desvio padrão daquelas incubadas a 27°C. 
* indica diferença significativa entre as temperaturas. 
 
Em todos os estádios analisados (eclosão, larva 24 hpe, larva 48 hpe e 
pós-larva 7dpe) e nas duas temperaturas testadas, verificou-se a presença das 
estruturas características do tecido muscular. Sob microscopia de luz, foi 
observado que as células musculares estriadas esqueléticas (fibra muscular) 
apresentam formato arredondado em secção transversal, núcleos periféricos 
característicos e estão circundadas por uma membrana plasmática 
(sarcolema). A estrutura da membrana plasmática não pode ser verificada 
através de microscopia de luz, contudo, observou-se o limite de cada célula, 
que indica a presença desta membrana. As fibras musculares apresentam um 
sarcoplasma reduzido devido a presença de grande quantidade de fibras 
musculares. Foi possível observar desde o estádio de eclosão (Fig. 26 A e B) a 
presença de uma fina camada de células superficiais formando a epiderme. A 
musculatura rápida e lenta podem ser facilmente distintas (Fig. 26). Tanto nas 
larvas 24 hpf, quanto nas larvas 48 hpf foram observadas a área de 
crescimento no extremo miotomal (Fig. 26 C, D, F e G). Também foi possível 
observar a área de crescimento da musculatura lateral rápida (Fig. 26 E e F). A 
área do corpo do peixe ocupada pela musculatura foi gradualmente 
 






























































aumentando ao longo dos estádios em ambas as temperaturas. Foi observado 
um desenvolvimento gradual do arranjo muscular ao longo do tempo, mas não 
foram observadas diferenças entre as temperaturas analisadas. Esta 
progressão se evidenciou claramente entre os estádios de eclosão e seguindo 
cronologicamente até o estádio de pós-larva 7 dpe. Além disso, algumas 
estruturas ficaram mais evidentes ao longo dos estádios analisados, como por 
exemplo, o septo lateral horizontal o qual divide a musculatura em epaxial e 
hipoaxial (Fig. 26 C, D, E, F, G e H). 
 
 
FIGURA 26 - Análise da estrutura muscular sob ML em secção transversal de larvas de 
Rhamdia quelen incubados a 21 e 27°C. As imagens A e B evidenciam o estádio de eclosão, C 
e D, representam larvas 24 hpe; E e F demonstram  larva 48 hpe; G e H representam pós-larva 
7dpe. Símbolos: ML= musculatura lenta superficial (músculo vermelho), MR= musculatura 
rápida profunda (músculo branco), NC= notocorda, TN= tubo neural, ep= epiderme, hs= septo 
lateral horizontal, seta= área de crescimento no extremo miotomal, cabeça de seta branca= 
fibra muscular, cabeça de seta preta= área de crescimento da musculatura lateral rápida. 
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Tabela 4 – Quadro resumo dos resultados observados neste estudo.  
Estádio
s 
ML / MORFOMETRIA MET GAG 









< densidade > densidade - - - - 
L48 
> área fibra > área fibra - - sem DS > DS/larva 
PL7 
> densidade 
< área total 
> n° fibras 
< densidade 
> área total 









< DS/larva > DS/larva 
FONTE: o autor. 
 
 
5.2 ULTRAESTRUTURA DAS FIBRAS MUSCULARES 
 
A análise das imagens transversais e longitudinais de microscopia 
eletrônica de transmissão demonstrou um desenvolvimento gradual do tecido 
muscular ao longo dos estádios do desenvolvimento. Contudo, somente entre 
os estádios extremos (eclosão e pós-larva 7 dpe) foi possível observar uma 
diferença sutil no grau de organização da musculatura esquelética em ambas 
as temperaturas. Em ambas as temperaturas, não foi possível observar células 
musculares nos embriões de 10 somitos e 25 somitos através das imagens 
obtidas, devido ao plano dos cortes.   
Como demonstrado na Fig. 27, as larvas em estádio de eclosão 
apresentaram-se, ultraestruturalmente, em fase mais inicial do 
desenvolvimento muscular quando comparados às pós-larvas (Fig. 29, Tab. 4). 
Nestas larvas, os sarcômeros ainda estavam começando a se organizar, as 
mitocôndrias apresentaram-se em um arranjo bem diferente daquele observado 
no músculo diferenciado, ou seja, apresentaram-se de forma desorganizada ou 
com organização aparentemente aleatória, em um estágio mais precoce do 
desenvolvimento, assim como as miofibrilas, que se mostraram totalmente 
desorganizadas neste estádio (ainda não formaram sarcômeros). Ainda foi 
observado o retículo sarcoplasmático começando a se organizar, mas ainda 








FIGURA 27 - Análise ultraestrutural de secção transversal em MET de músculo de jundiá. As 
imagens A e B evidenciam a fase de eclosão. A) seta branca demonstra os sarcômeros 
começando a se organizar, as cabeças de seta brancas mostram as mitocôndrias (Mi) 
dispersas no sarcoplasma. A área delimitada pelo elipse branca evidencia as miofibrilas 
desorganizadas, ou seja, não formando sarcômeros. B) as cabeças de seta pretas mostram o 
retículo sarcoplasmático (RS) começando a se organizar, a seta branca demonstra os 
sarcômeros começando a se organizar e a área delimitada pelo círculo branco mostra as 
miofibrilas desorganizadas. Escala: 0,2 µm para ambas as imagens. 
 
Comparando as imagens panorâmicas longitudinais das larvas e pós-larvas 
de jundiá, foi observada uma progressiva organização das tríades (Túbulos T e 
cisternas do retículo sarcoplasmático) (Fig. 28). Nos indivíduos mais jovens a 
organização apresentou-se mais difusa enquanto que nas pós-larvas 7 dpe a 
organização alcançou um nível maior.   
Embora não tenha sido feita uma análise morfométrica em nível 
ultraestrutural, foi possível observar que o diâmetro entre as fibras foi 
progressivamente maior e a quantidade de sarcoplasma não apresentando 
sarcômeros foi progressivamente menor ao longo do tempo de 
desenvolvimento (Fig. 28, A, B, C e D, Tab. 4).  
Analisando a diferença no sarcoplasma das fibras, foi possível verificar 
uma diferença entre as temperaturas testadas. Foi possível observar uma 
diferença na largura da fibra entre as temperaturas de 21 e 27°C tanto nas 
larvas recém eclodidas quanto nas pós-larvas 7 dpe, sendo maior à 27°C (Fig. 
28, Tab. 4). Além disso, a área coberta pelo sarcoplasma entre as fibras foi 
menor nas pós-larvas 7 dpe em relação as larvas no estádio de eclosão, 
contudo houve uma diferença observada entre as temperaturas para as pós-











FIGURA 28 - Eletronmicrografias de transmissão de músculo de jundiá em secção longitudinal. 
As imagens A e B evidenciam a fase de eclosão a 21 e 27°C, respectivamente e C e D o 
estádio de pós-larva a 21 e 27°C, respectivamente.  As setas pretas indicam a organização das 
tríades, as setas duplas brancas mostram o citoplasma da fibra entre os sarcômeros, as setas 
duplas pretas delimitam a largura da fibra muscular e as cabeças de seta brancas evidenciam 
os sarcômeros. Escala: 1µm para todas as imagens. 
 
Observou-se, ainda, uma diferença no padrão de estriação clara e escura 
(Banda I e Banda A, respectivamente) entre as pós-larvas incubadas a 21 e 
27°C, respectivamente, como evidenciado na Fig. 29 imagem A e B. As pós-
larvas incubadas a 21°C apresentaram menos estriações claras e escuras 
quando comparadas aquelas incubadas a 27°C, as quais foi possível observar 
nitidamente um número maior destas estriações que indicam as Bandas I e A 
(Fig. 29, Tab.4). Além disso, as pós-larvas incubadas a 27°C apresentaram um 

















FIGURA 29 - Secção transversal sob MET de músculo de jundiá. As imagens A e B evidenciam 
a fase de pós-larva a 21 e 27°C. As setas brancas indicam as bandas I (claras) nas duas 
temperaturas experimentais. Escala: 5 µm. 
 
Após a observação da proporção entre o núcleo, nucléolo e os feixes de 
fibras, foi possível verificar uma diferença ao longo do desenvolvimento, e, 
sobretudo, nos estádios mais iniciais apresentados neste estudo (eclosão), 
assim como, nos mais avançados (pós-larvas) entre as temperaturas de 21 e 
27°C. Como apresentado na Fig. 30 A e B e Tab. 4, as larvas em estádio de 
eclosão apresentam um núcleo maior em relação à célula muscular total. Esta 
proporção foi se modificando ao longo do desenvolvimento até que a fibra 
muscular tenha aumentado de tamanho e o núcleo tenha se reduzido. Houve, 
contudo uma diferença de tamanho entre as células musculares e sutilmente 
também do núcleo observada entre as temperaturas de 21 e 27°C nas pós-
larvas 7 dpe (Fig. 30 C e D). 
Comparando as imagens dos diferentes grupos, foi possível perceber a 
diferença de diâmetro entre as células musculares (Fig. 30 B, D e F), assim 
como observado anteriormente na Fig. 29 e Tab. 4. A diferença de diâmetro 
das fibras foi diferente entre as temperaturas experimentais (21 e 27°C) no 








FIGURA 30 - Análise ultraestrutural de músculo de Rhamdia quelen em secção transversal. As 
imagens A e B evidenciam a fase de eclosão a 21°C, C e D o estádio de pós-larva a 21 °C e E 
e F pós-larvas incubadas a 27°C. As setas indicam o núcleo e as cabeças de seta o nucléolo 
em diferentes proporções ao longo dos estádios do desenvolvimento. Escala: 1 µm. 
 
Através das imagens panorâmicas em secção longitudinal, conforme 
mostra a Fig. 31, observou-se a presença característica da unidade 
sarcomérica (sarcômeros) – a unidade contrátil básica do músculo estriado. 
Constatou-se que esta ultraestrutura está presente nas larvas e pós-larvas nos 
estádios de: eclosão (E), larva 24 horas após eclosão (L24 hpe), larva 48 horas 
após eclosão (L48 hpe), bem como no estádio pós-larva 7 dias (PL7 dpe) nas 
temperaturas impostas (21 e 27°C), mesmo que em níveis diferentes de 
organização conforme mencionado acima. 
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FIGURA 31- Análise ultraestrutural em MET de músculo em secção longitudinal e transversal de larvas e e 
pós-larvas de jundiá incubados a 21 e 27°C. As imagens A e B evidenciam a fase de eclosão, C e D, 
representam larvas 24 hpe; E e F demonstram  larva 48 hpe; G e H representam pós-larva 7dpe. As 
eletronmicrografias A, B, C, D, E, F, G e H evidenciam a análise ultraestrutural dos sarcômeros em secção 
longitudinal e I, J, K, L, M, N, O e P evidenciam detalhes das principais ultraestruturas preservadas e 
presentes em todas as fases analisadas (I, M, P secção transversal e demais imagens em secção 
longitudinal). Símbolos: sarcômeros =      , Linha Z - filamento intermediário =       ,Banda A miofilamentos 
de actina =     , Banca I - filamentos de miosina =     , Linha M =     , Banda H =      ,mitocôndrias=      , 




Nos estádios analisados (eclosão, larva 24 hpe, larva 48 hpe e pós-larva 
7dpe), foi observado de forma nítida, que em todas as eletromicrografias 
panorâmicas da Fig. 31 o músculo está relaxado. Foram observadas as bandas 
isotrópicas ou Bandas I, compostas por microfilamentos de actina, com 
exceção da larva 48 hpe à 21°C (Fig. 31) na qual não foi observado esta banda 
I estando este músculo contraído. A integridade ultraestrutural da Linha Z foi 
verificada ao longo da análise de todos os estádios e em ambas as 
temperaturas experimentais. Pode-se observar de forma evidente em maior 
magnitude a preservação da Linha Z, a presença dos microfilamentos de actina 
e dos filamentos grossos de miosina na banca Banda A anisotrópica (imagem 
K, Fig. 31). 
Foram observadas algumas ultraestruturas de forma semelhante em todos 
os estádios analisados a 21° e 27°C. Verificou-se, nas secções transversais, a 
presença de fibras musculares, nas quais se observou: as miofibrilas, bem 
como, perifericamente, o núcleo com o nucléolo evidente (Fig.31 imagem I). 
Este núcleo apresentou-se, predominantemente composto por eucromatina. 
Ainda como característica do tecido muscular esquelético, foi possível 
verificar em todos os estádios amostrados (segundo indicado nas imagens em 
detalhes) em ambas as temperaturas a presença de Túbulos T ou 
transversais, no sarcoplasma, o citoplasma celular (imagens J e M, Fig. 31). Na 
imagem L da Fig. 31, foi observado, de forma evidente, a Linha M e a Banda 
H. Além disso, foi observada a presença de mitocôndrias com muitas cristas 
(imagem N Fig. 31). Pode-se observar ainda, na imagem “O” (Fig. 31), fibras de 
colágeno depositadas ao redor das fibras.  
Finalmente, na eletronmicrografia “P” em corte transversal (Fig. 31) foi 
possível verificar, nos estádios desenvolvimentais analisados a 21 e 27°C, os 
filamentos contráteis da unidade muscular, permitindo observar os filamentos 
espessos, circundados pelos filamentos finos. 
 
 
5.3 IMUNOMARCAÇÃO DAS FIBRAS MUSCULARES 
 
A análise do perfil de marcação de mioblastos, miócitos e miosina do tecido 
muscular durante o desenvolvimento larval e pós-larval empregando-se 
microscopia confocal foi realizada nos estádios de eclosão, larva 24 hpe, larva 
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48 hpe e pós-larva 7 dpe nas temperaturas de 21 e 27°C. Imagens dos 
embriões in vivo capturados no momento da amostragem nos estádios de: 
eclosão, larva 24 hpe, larva 48 hpe estão representadas na Fig. 32 para ilustrar 
a morfologia em cada estádio. Somente para as pós-larvas, com 7 dias após a 
eclosão, não foi possível obter imagem “in vivo” devido a intensa 
movimentação e tamanho das mesmas.  
 
 
FIGURA 32 – Larvas e pós-larvas vivas de jundiá R. quelen. A) larva em estádio de eclosão, B) 
larva 24 hpe, e C) larva 48 hpe. Símbolos: vi= vitelo, cp= cavidade pericárdica, c= cabeça, po= 
placa óptica, pa= póro anal, m= musculatura, b= barbilhões, o= olhos, bo= boca. Escala: 
500µm para todas as imagens. 
 
Foi observado que o padrão de imunomarcação demonstrado para os 
mioblastos empregando-se o anticorpo anti MyoD foram similares. Este 
evidenciou que em todos os estádios experimentais analisados e em ambas as 
temperaturas, foi obtida uma nítida imunomarcação das células musculares em 
formação. O mesmo padrão foi observado nos estádios de eclosão a 21°C e 
larva 48 hpe nas temperaturas de 21 e 27°C, nos quais não foi obtido um bom 
foco das imagens e, desta maneira, as mesmas não foram apresentadas. 
Pode-se observar na Fig. 33 onde se apresentou simultaneamente o perfil 
de marcação para o fator de regulação miogênica MyoD (fator determinante de 
mioblasto) e também os núcleos celulares (marcados com DAPI), que a 
marcação obtida com o MyoD concentrou-se especificamente na área dos 
somitos (ou miótomos). As demais áreas morfológicas evidenciadas 
apresentam negatividade a esta marcação do fator de transcrição MyoD, 
resultados estes  observados para ambas temperaturas experimentais (21 e 
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27°C). Contudo, foi observado para o estádio de 10 somitos no qual não foi 
possível verificar nenhuma marcação para o fator MyoD com a respectiva 
técnica empregada (dados não mostrados).  
 
FIGURA 33 - Análise do perfil de marcação de mioblastos do tecido muscular durante o 
desenvolvimento larval e pós-larval de jundiá empregando-se microscopia confocal. As 
imagens A, D, G, J e M evidenciam o padrão de marcação com o intercalante nuclear DAPI. As 
Imagens B e C, H e I, N e O representam marcação para mioblastos empregando-se o 
anticorpo anti MyoD, e marcação para núcleo celular com DAPI para os estádios de eclosão, 
larva 24 hpe e pós larva de 7 dias dpe a 27
°
C, respectivamente. As Imagens E e F, K e L 
representam  marcação para mioblastos empregando-se o mesmo anticorpo e marcador 
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nuclear para os estádios de  larva 24 hpe, pós larva de 7 dpe a 21
°
C, respectivamente. 
Símbolos: seta = marcação de núcleos DAPI, cabeça de seta = marcação de MyoD. Escala: 
100 µm. 
 
Os resultados evidenciados na Fig. 34 na qual se empregou o anticorpo 
anti meromiosina (MF 20) detectou-se a miosina presente nas unidades 
sarcoméricas. Pode-se observar que em todos os estádios analisados 
(eclosão, larva 24 hpe, larva 48 hpe e pós-larva 7 dpe) e temperaturas 
impostas (21 e 27°C) a marcação concentrou-se nos sarcômeros.  
As imagens de sobreposição do anticorpo anti meromiosina e da marcação 
nuclear DAPI reforçam a localização deste padrão de marcação estando 
concentradas nas unidades sarcoméricas. Foi observada marcação positiva, 
somente, para o glicosaminoglicano de ácido hialurônico (AH) nas imagens “F 
e I” (Fig. 34) no estádio de larva 24 hpe a 21°C e larva 48 hpe a 27°C, 
respectivamente. Pode-se notar que esta marcação se fez em forma de rede 
estando presente bordeando o corpo das larvas, bem como, direcionando-se 
para a área das nadadeiras. Este padrão em rede característico pode ser 
observado no detalhe da Fig. 34 (“in set” da imagem “F”). Podemos, aqui, supor 
que esta marcação não foi possível ser visualizada e registrada nos demais 
estádios estudados em virtude de se estar adquirindo as imagens não de um 
corte do material, mas sim dos embriões inteiros e mesmo que ao empregar o 
equipamento confocal, não nos foi possível observar as amostras em planos 
ópticos devidamente finos, inviabilizando a observação matricial destes 
compostos, dificultando tanto a visualização como a captura das imagens, 





FIGURA 34 - Análise do perfil de marcação de miosina do tecido muscular durante o 
desenvolvimento larval e pós-larval de jundiá empregando-se microscopia confocal. As 
imagens A, D, G e J evidenciam detalhes da região muscular de larvas adquiridos em 
microscópio confocal com a marcação intercalante de núcleo DAPI. As Imagens B e C, E e F e 
K e L representam marcação para miosina empregando-se o anticorpo anti meromiosina e 
marcação para o núcleo celular empregando-se DAPI para o estádio de eclosão, larva 24 hpe e 
pós-larva de 7 dpe a 21
°
C, respectivamente. As Imagens H e I, N e O representam marcação 
para miosina empregando-se o mesmo anticorpo e similar marcação para evidenciar o núcleo 
celular para o estádio de larva 48 hpe e pós-larva de 7 dpe a 27
°
C, respectivamente. Símbolos: 
seta = marcação de núcleos DAPI, cabeça de seta = marcação de miosina, “in set” = marcação 




Os resultados observados na Fig. 35, na qual se empregou o anticorpo anti 
miogenina para detecção de mioblastos, demonstrou um padrão de marcação 
em agregados imunomarcados dispostos ao longo do corpo dos espécimes em 
áreas que coincidem com a área de musculatura esquelética de larvas de 
jundiá. Esta marcação evidenciou algumas regiões específicas da grande 
amplitude dos somitos, não os somitos como um todo. 
 
FIGURA 35 - Análise do perfil de marcação de mioblastos do tecido muscular durante o 
desenvolvimento larval e pós-larval de jundiá empregando-se microscopia confocal. As 
imagens A, D e G evidenciam o padrão de marcação de embriões e larvas com intercalante de 
DNA DAPI na região muscular de jundiá R. quelen. As Imagens B e C, E e  F representam  
marcação para mioblastos empregando-se o anticorpo anti miogenina, e marcação para o 
núcleo celular empregando-se DAPI para os estádios larva 24 hpe e pós-larva 7 dpe a 21°C, 
respectivamente. As Imagens H e I representam marcação para miócitos empregando-se o 
mesmo anticorpo e similar marcação para evidenciar o núcleo celular para o estádio de pós-
larva de 7 dpe a 27
0
C. Símbolos: seta = marcação de núcleos DAPI, cabeça de seta = 





A análise das frações de GAGs obtidas à partir das amostras de Rhamdia 
quelen incubadas a 21 e 27 °C nos estádios de 10 somitos, 18 somitos, 25 
somitos, eclosão, larva 24 hpe, larva 48 hpe e pós-larva 7 dpe mostraram uma 
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tendência a influência da temperatura, quando observados os estádios larva 48 
hpe e pós-larva 7 dpe. 
A eletroforese em gel de agarose revelou bandas de GAGs homogêneos 
para os estádios de larva 48 hpe (27°C) e pós-larva  7dpe (21 e 27°C) (Fig. 36). 
Porém, a temperatura de 27°C, foi possível observar uma maior quantidade do 
GAG dermatan sulfato (0,68 µg e 5,08 µg, L48 hpe e PL7 dpe, 
respectivamente). Essas frações, quando comparadas aos padrões de GAGs, 
apresentaram um perfil eletroforético semelhante à mobilidade de corrida do 
Dermatam sulfato (Fig. 36), sugerindo que este GAG esteja em maior 
quantidade em larvas e pós-larvas (L48 e PL7) de jundiá incubados a 27°C. As 
larvas (0,034 µg. larva-1) e pós-larvas (0,254 µg. larva-1) incubadas a 
temperatura mais alta (27°C) mostraram-se mais ricas em GAGs quando 
comparada aquelas incubadas a 21°C  (0 e 0,026 µg. larva-1 de L48 hpe e PL 7 
dpe, respectivamente) (Fig. 37). Vale ressaltar que Heparan Sulfato, um outro 
glicosaminoglicano, possui distribuição ubíquoa, isto é, presente em todas as 
células animais. Assim, a não observação deste GAG ou de outros (como o 
Condroitin Sulfato) nas outras amostras, mostra que a quantidade amostral não 
foi suficiente para avaliar de forma precisa, mas aponta para o Dermatan 




FIGURA 36 – Análise dos Glicosaminoglicanos separados por eletroforese em gel de agarose. 
As frações (L48 hpf 27°C e PL 7 dpe  21 e 27°C) foram degradadas, conforme discutido em 
Materiais e Métodos e, então, foram submetidas à eletroforese em gel de agarose, tampão 1,3 
Diaminipropano-acetato (PDA). Uma mistura padrão, contendo 5 g decondroitim sulfato (CS), 
dermatam sulfato (DS) e heparam sulfato (HS) foram aplicados na primeira amostra e, ao final 















Neste estudo, a extração dessas macromoléculas no jundiá denota a 
presença de GAGs, contudo a sensibilidade do método não permitiu que 
fossem observadas com eficiência uma quantidade suficiente para detecção e 
quantificação nos demais estádios do desenvolvimento. Amostras em estádios 
mais iniciais do desenvolvimento, como, por exemplo, estádios de 10 somitos, 
18 somitos, 25 somitos, eclosão e até mesmo as larvas 24 hpe não 
apresentaram quantidade significativa de GAGs para que fosse detectado pelo 
método ou não apresentam expressão destas moléculas. 
 
 
FIGURA 37 – Quantidade de GAG DS em µg nas larvas e pós-larvas de jundiá incubados a 21 
e 27°C. Barras brancas indicam quantidade total de DS nas larvas 48 hpe e pós-larvas 7 dpe 
incubados a 21°C e as barras pretas aqueles incubados a 27°C. Valores em cima das barras 
indicam quantidade de DS em µg por indivíduo. 
  

































O crescimento corporal de peixes teleósteos, avaliado através do tamanho 
das fibras musculares esqueléticas, pode ser afetado pela temperatura da 
água. A partir das análises realizadas neste estudo, através das técnicas 
empregadas, pode-se concluir que houve uma organização progressiva no 
padrão de desenvolvimento das células musculares de larvas e pós-larvas de 
jundiá (Rhamdia quelen) a 21 e 27°C analisadas sob microscopia de luz, assim 
como sob microscopia eletrônica de transmissão. Além disso, houve uma 
diferença significativa no padrão de crescimento avaliado pela área total 
muscular em secção transversal de jundiá nas pós-larvas 7 dpe entre as 
temperaturas testadas. Sendo que as pós-larvas a 27°C apresentaram maior 
área transversal e menor número total de células por larva, refletindo em menor 
densidade celular. Assim, como observado anteriormente por Rodrigues-
Galdino (2009) houve uma diminuição da densidade das fibras com o aumento 
da temperatura nas pós-larvas incubadas à 21 e 27°C. Outros fatores, como 
por exemplo, o exercício físico, são conhecidos por estimular a hipertrofia 
muscular em peixes (JOHNSTON e MOON, 1980). 
O crescimento hipertrófico pode ser observado, neste estudo, nas larvas 48 
hpe, as quais apresentaram fibras mais espessas a 27°C quando comparadas 
as de 21°C. Este evento pode ter ocorrido devido à retomada no metabolismo e 
crescimento após adaptação da natação e busca por alimento. 
Os presentes resultados corroboram com outros estudos, como por 
exemplo, com Clupea harengus (JONHSTON et al.,1998), Salmo salar 
(JOHNSTON et al., 2003) e Gadus morhua (JONHSTON e ANDERSEN, 2008). 
Para o bacalhau (Gadus morhua), não houve diferença significativa entre os 
dois parâmetros analisados (diâmetro e número de fibras) em larvas eclodidas 
a 4 e 7°C, entretanto o tratamento a temperatura mais alta (10°C) resultou em 
mais fibras musculares (JONHSTON e ANDERSEN, 2008). Em Clupea 
harengus, o número de fibras musculares dos juvenis foi maior a 12°C que a 
5°C (JONHSTON et al., 1998), mostrando que a temperatura afeta o 
desenvolvimento muscular de peixes. 
A organização tecidual, celular e subcelular, em especial a formação dos 
sarcômeros ocorreu de modo semelhante a 21 e 27°C. Assim como a 
expressão das proteínas analisadas (MyoD, miogenina e miosina) também não 
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foi alterada pela temperatura ao longo dos estádios do desenvolvimento. Tal 
resultado mostra que está havendo miogênese e que a mesma não está sendo 
modulada pela temperatura. 
 Na larva 24 hpe, a maior densidade de fibras a 27°C pode ser um 
indicativo de maior crescimento hiperplásico durante o período embrionário 
e/ou início do período larval (até 24hpe). Rodrigues-Galdino (2009) verificou 
menor taxa de crescimento relativo entre o período de gástrula e pós-larva (7 
dpe)  quando incubados em 21°C, em comparação com 27°C. 
No entanto, as larvas incubadas a 27°C apresentaram fibras mais 
espessas que a 21°C. Essa espessura se iguala nas pós-larvas. Porém, 
Rodrigues-Galdino (2009) verificou que após 30 dias de incubação os juvenis 
de jundiá apresentam fibras mais espessas que a 21°C. 
Embora a área das fibras das pós-larvas (7 dpe) tenha sido semelhante 
sob as duas temperaturas a densidade das fibras foi maior a a área do corpo 
ocupada por musculatura esquelética (em secção transversal) foi maior  na 
temperatura mais alta. Esses resultados sugerem que a espessura da fibra é 
diretamente proporcional à temperatura. A semelhança entre a área das fibras 
nas pós-larvas do presente estudo pode ter sido reflexo de variação na 
amostragem. 
A larva de Rhamdia quelen eclode com células musculares em processo de 
diferenciação, apresentando sarcômeros aparentemente funcionais, porém em 
menor número, ou seja, ocupam uma proporção menor do sarcoplasma do que 
em uma fibra muscular madura. Resultado evidenciado através da microscopia 
eletrônica de transmissão e confirmado por análises imunohistoquímicas pela 
expressão de miosina em todos os estádios analisados e presente nas 
unidades sarcoméricas. Além disso, os embriões de jundiá realizam contrações 
musculares ainda no período de segmentação, o que corrobora o fato de 
apresentarem sarcômeros funcionais no momento da eclosão (RODRIGUES-
GALDINO et al., 2010). 
Durante o período larval ocorreu um espessamento muscular evidenciado 
pela análise da área da fibra muscular, a qual foi significativamente maior na 
temperatura mais alta nas larvas 48 horas após a eclosão, e mostrando uma 
tendência à diminuição também nas pós-larvas incubadas a 27°C. As 
eletronmicrografias mostraram progressivamente um aumento na formação de 
sarcômeros e túbulos T. Além disso, a expressão dos MRFs MyoD e 
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miogenina, que são fatores que determinam a proliferação e diferenciação dos 
mioblastos (RESCAN, 2001; WATABE 1999, 2001), em todos os estádios 
analisados confirma os dados apresentados acima.  
Os resultados obtidos tanto no presente estudo, quanto disponíveis na 
literatura (BARILLET et al., 2010) demonstram que análises utilizando 
microscopia eletrônica de transmissão mostram arranjo regular dos 
sarcômeros, com aparência estriada regular, demarcados por duas linhas Z 
vizinhas (linhas escuras) constituídas por bandas isotrópicas (bandas I, em 
torno da linha Z) e anisotrópicas (bandas A). Esta ultraestrutura foi observada 
nos embriões e larvas desde o momento da eclosão até no estádio de pós-
larva (7 dpe) em ambas as temperaturas (21 e 27°C). Porém, não foi possível, 
observar células musculares nos embriões de 10 somitos e 25 somitos através 
das imagens obtidas em ambas as temperaturas, o que torna necessário 
maiores análises para que se compreenda detalhadamente como ocorre a 
formação do músculo no jundiá, uma vez que já é sabido que as contrações 
musculares iniciam-se nos embriões de 18 somitos (RODRIGUES-GALDINO, 
2010). 
Foram observadas ultraestruturas características de forma semelhante em 
todos os estádios analisados a 21° e 27°C, como a presença de fibras 
musculares, as miofibrilas e o núcleo com o nucléolo evidente. Este núcleo 
apresentou-se, predominantemente composto por eucromatina, que é uma 
característica de células ativas com intensa biossíntese, fenômeno que 
corresponde ao período de desenvolvimento embrionário e larval no qual há 
crescimento e formação de diversas estruturas.  
Existem evidências que apontam para uma correlação positiva entre a taxa 
de síntese protéica e a concentração de RNA nos tecidos, bem como com a 
razão RNA:proteína (HOULIHAN, 1991; HOULIHAN et al., 1993). A razão 
RNA:Proteína indica que há síntese protéica e resultados apresentados por 
Rodrigues-Galdino (2009) mostraram que esta razão apresentou-se maior a 
temperaturas mais altas (27°C e 30°C) e menor nas temperaturas  mais baixas 
(21°C e 24°C), o que pode explicar a presença de grande quantidade de 
eucromatina no núcleo das células musculares de jundiá. 
Ainda sobre a análise ultraestrutural, foi observada a presença de 
mitocôndrias com muitas cristas. Estas organelas são responsáveis pela 
sintetização do fosfato de creatina, que, por sua vez, transporta grupos fosfato 
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entre a mitocôndria e a miofibrila para restabelecer os níveis de ATP (energia 
utilizada durante a interação da miosina com a actina) necessários durante a 
contração muscular (KIERSZENBAUM, 2008). Pode-se observar, ainda, 
grande quantidade de deposição de colágeno organizado ao redor das fibras o 
que demonstra o grau de organização encontrado já nos estádios iniciais à 
eclosão em ambas as temperaturas. 
Johnston e colaboradores (2009) e Malek e colaboradores (2004), através 
de seus estudos, concluíram que a temperatura de incubação pode alterar a 
expressão de vários fatores reguladores miogênicos, como a família MyoD 
(Myf5, MyoD, miogenina e MRF4). MyoD (age na proliferação dos mioblastos) 
e Myf5 e miogenina (age na proliferação dos mioblastos) (KOBIYAMA et al., 
1998; WATABE, 1999), são fatores a serem expressos para atuarem no 
controle de mioblastos e proliferação de células satélites durante o 
desenvolvimento e crescimento do músculo (WEINTRAUB, 1993). Além disso, 
Barresi e colaboradores (2001) em estudo com zebrafish (Danio rerio) 
sugeriram que, após 24 horas, existem células precursoras miogênicas, 
representadas pelo fator de transcrição MyoD, nos extremos dorsal e ventral do 
miótomo, as quais originarão novas fibras musculares lentas. Através da 
análise da expressão dos fatores regulatórios miogênicos (MyoD e miogenina) 
pode-se observar que os mesmos estão sendo expressos desde a eclosão até 
o período pós-larval. O que significa que há presença de mioblastos e que os 
mesmos estão atuando na miogênese normalmente em ambas as 
temperaturas. Os resultados apresentados por Mareco (2012) mostraram que 
houve uma elevada expressão de MyoD em tilápia do Nilo cultivados a 22° C é 
a mais alta em tilápia do Nilo comparados a 30°C, porém os níveis de 
expressão de miogenina permaneceram constantes em todas as temperaturas 
experimentais. Segundo Mareco (2012) estas diferenças indicam que a 
miogenina age controlando o crescimento muscular de maneira parcial e que 
muito provavelmente, ela atua em níveis basais de diferenciação. Além disso, 
outros fatores de crescimento podem agir para que haja manutenção do 
fenótipo do músculo (AMALI et al., 2004), como a miostatina, que é um 
regulador negativo do crescimento muscular, agindo de maneira a controlar o 
crescimento inibindo a expressão de MyoD e, consequentemente, inibindo a 
proliferação de mioblastos (MC PHERRON et al., 1997). 
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Knight e colaboradores (2011) em estudo (utilizando anticorpo anti-
meromiosina e anti-MyoD) mostrando o desenvolvimento de músculos da 
cabeça do zebrafish (Danio rerio), observaram que a expressão de miosina e 
MyoD na musculatura craniofacial de zebrafish em desenvolvimento, apresenta 
o mesmo padrão de marcação verificado no presente estudo. 
No estudo de duas proteínas reguladoras miogênicas (MyoD e miogenina) 
juntamente com análises de expressão de cadeia pesada de miosina 
(meromiosina), utilizando imunohistoquímica, em diferentes classes de 
mioblastos em cultura e in vivo de camundongos durante a miogênese inicial, 
revelou a presença, in vitro, de MyoD (durante a fase de proliferação dos 
mioblastos), seguido pela expressão conjunta de MyoD e miogenina e 
posteriormente o aparecimento de miócitos diferenciados e miotubos 
expressando miosina de cadeia pesada. Estes resultados sugerem que as 
diferenças fenotípicas entre as células miogênicas e as fibras, tanto in vivo ou 
in vitro, não dependem da expressão de MyoD ou miogenina, mas podem sim, 
estar relacionados com a expressão de outros fatores reguladores miogênicos, 
tais como Myf5 ou MRF4 ou por outros genes de regulação ainda não 
identificados (CUSELLA-DE ANGELIS et al.,1992). Evidência esta que pode 
explicar o presente resultado para a expressão semelhante dos fatores 
regulatórios miogênicos MyoD e miogenina.  
O conhecimento a respeito dos GAGs, especialmente dos presentes em 
peixes, ainda é escasso na literatura (DELLIAS et al., 2004; MANSOUR et al., 
2009; RODRIGUES et al.,2009b; 2011; SOUZA et al., 2007b). Desta maneira, a 
investigação destas moléculas poderá ajudar a compreender melhor a hipótese 
de seu papel biológico na imunidade inata desse grupo de vertebrados e tendo 
em vista o crescimento da piscicultura no mundo, como em qualquer sistema 
intensivo de cultivo, que exige o controle sanitário da produção através do 
monitoramento de doenças (RODRIGUES et al., 2011). 
Neste estudo foi verificado a presença do GAG dermatam sulfato nas 
larvas 48 horas após a eclosão a 27°C e nas pós-larvas em ambas as 
temperaturas experimentais, indicando que a produção desta molécula inicia-se 
mais tardiamente no desenvolvimento, ou pelo menos apresenta-se em maior 
concentração, e que está sendo modulada pela temperatura, uma vez que a 
dosagem obteve uma quantidade bem maior de DS na temperatura mais alta. 
Outra hipótese é que o método utilizado não teve sensibilidade para detectar a 
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presença de GAGs em estádios mais iniciais (devido a quantidade amostral e a 
composição biomolecular dos embriões e larvas), sendo necessárias maiores 
análises que elucidem este resultado. Recentemente, Zhang e colaboradores 
(2009) mostram que é possível avaliar a produção de GAG nos diferentes 
estágios de evolução de Zebrafish, utilizando técnicas de RNM, metodologia 
que poderia ser utilizada para avaliar as amostras utilizadas no presente 
trabalho com maior precisão trazendo informações à respeito da dosagem 
destes GAGs nos estádios mais iniciais .  
Segundo Rodrigues e colaboradores (2012) o estudo dessas biomoléculas 
contribui para melhor compreensão dos mecanismos de defesa inata em 
peixes, levando em consideração o crescimento da piscicultura. Além disso, a 
análise de GAGs também pode servir como uma ferramenta de avaliação e 
monitoramento do estado de saúde e resistência em peixes, favorecendo o 
desenvolvimento de estratégias de manejo profilático mais eficientes 
relacionados com a aquicultura (RODRIGUES et al., 2011). Assim como neste 
estudo, o DS tem sido o GAG mais encontrado em vertebrados marinhos 
adultos, como nas raias Dasyatis americana e D. guttata (DELLIAS et al., 2004) 
e do tubarão azul Prionace glauca (NANDINI et al., 2005) e na enguia elétrica 
Electrophorus electricus, (SOUZA et al., 2007a) e sua função tem sido descrita, 
nestes trabalhos, principalmente como anticoagulante. 
 Em suma, os presentes resultados demonstraram que a temperatura de 
21 e 27°C afetou o crescimento de larvas e pós-larvas de R. quelen, resultando 
em alterações na celularidade muscular. Entretanto não afetou a expressão 
dos fatores regulatórios miogênicos MyoD e miogenina, nem mesmo a proteína 
muscular miosina, pelo menos com as técnicas e nos estádios analisados. A 
incubação de R. quelen a 27°C, resultou em espécimes com fibras musculares 
maiores, mais espessas nas larvas de 48 hpe, indicando crescimento 
predominantemente hipertrófico, e maior quantidade do GAG dermatam sulfato 
na temperatura mais alta (27°C) em ambos os estádios observados (larva 48 
hpe e PL 7 dpe) o que indica a atividade proliferativa. Esses resultados podem 
contribuir para melhoria da larvicultura desta importante espécie nativa de 










Considerando as condições em que foram realizados os presentes 
experimentos, foi possível concluir que: 
 
1) Houve diferença na taxa de desenvolvimento das células musculares das 
pós-larvas de jundiá (Rhamdia quelen) entre as temperaturas experimentais 
(21 e 27°C) através das análises de microscopia de luz e MET, sendo que a 
27°C as pós-larvas obtiveram maior área total, menor quantidade de células, 
porém células mais espessas. 
 
2) O padrão de imunomarcação para cada marcador molecular - sendo os 
mioblastos (MyoD), sarcômeros (miosina) e a detecção de mioblastos 
diferenciando-se em miotubos (miogenina) - foi semelhante entre as 
temperaturas e estádios do desenvolvimento observados. Sendo que, em todos 
os estádios experimentais analisados e em ambas as temperaturas, foi obtida 
uma nítida imunomarcação das células musculares em formação. 
 
3) Foi observada a presença do GAG dermatam sulfato nas larvas 48 hpe e 
pós-larvas 7 dpe nos indivíduos incubados a 27°C,sendo que na temperatura 
mais alta houve uma maior quantidade deste GAG nas pós-larvas. 
 
Segundo os dados apresentados neste estudo, a melhor temperatura de 
cultivo é de 27°C, uma vez que a esta temperatura as pós-larvas obtiveram 
maior área total de fibras musculares, assim como fibras mais espessas.  
Ademais, as informações geradas neste estudo contribuíram para enriquecer 
o conhecimento sobre a biologia do desenvolvimento de peixes e para o melhor 
entendimento do efeito das condições ambientais no desenvolvimento animal, 
podendo contribuir para melhoria da larvicultura desta importante espécie 
nativa de crescente interesse comercial, uma vez que embriões incubados a 
27°C se desenvolveram mais rapidamente e obtiveram um crescimento maior, 
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ANEXO II – PROTOCOLOS UTILIZADOS 
Protocolo Microscopia de Luz - Historesina Leica® 
Infiltração: 
1) Lavagem em: 
- Álcool 70% - 10min 
 - Álcool 80% - 10min 
- Álcool 90% - 10min 
- Álcool 95% - 10min 
- Álcool 100% - 10min 
- Álcool 100% - 10min 
2) Lavagem em Solução A + Álcool 100% (1:1) – 4h ou mais (pode ficar até 
mais que 2 semanas) 
3) Lavagem em solução A - 1 semana com uma troca no meio da semana 
Emblocagem: 
 1)colocar no Becker: 1200uL solução A + 52uL solução B; 
 2) misturar bem com o palito de dente (cuidado p não fazer bolhas); 
 3) fazer sobre almofada de gelo; 
 4) pipetar 600uL da resina em cada pocinho do molde e posicionar a amostra; 
5) levar ao dessecador, fazer vácuo e deixar overnight; 
Corte: 
1) Em micrótomo usando navalha de tungstênio; 
2) Corte de 5µm. 
Coloração: 
1) Colocar na água por 5min  
2) Corar com Hematoxilina - 3 min  
3) Lavar com água corrente* - 10 min  
4) Corar com Eosina - 1 min 
5) Lavar com água  
6) Deixar secar sobre a placa aquecedora. 
7) Depois de corar e deixar secar (na placa aquecida) montar entre lâmina e 
lamínula, usando o permount como selante. 
 colocar a cubeta com as lâminas dentro da pia com a torneira aberta e deixar 
escorrer água dentro da cubeta. A cubeta vai tranbordar.Não deixe sair muita água 




Protocolo Microscopia Eletrônica de Transmissão  
 
PROCEDIMENTO TEMPO QUANTIDADE 
Material está em Karnovski; LAVAR 3X COM Tampão Cacodilato 0,2M. 
Colocar em Tetróxido de Ósmio a 2% em Tampão Cacodilato 
0,2M (pH 7,2) em temperatura ambiente; 
1h 1x 
Lavar com água destilada;  2x 
Colocar em Uranila aquosa a 2% (cobrir com papel alumínio); 2h 1x 




Álcool 50% 5min 2x 
Álcool 70% 5min 2x 
Álcool 95% 10min 2x 
Álcool 100% (PA) 10min 3x 
Álcool 100% + Acetona (1:1) – 10min 1x 
Acetona 100% (PA) 15min 2x 
Pré-Infiltração: 
 
Acetona + Resina (1:1) –(tubo aberto) 1h30min 1x 
Resina pura (tubo aberto) overnight 1x 
Inclusão: Manter na estufa a 60°C 72h 1x 
Trimar 
Cortes Semi-finos no ultramicrótomo usando navalha de diamante 


















1. Pegar o material em PFA e lavar em PBS 0.1M 
2. Permeabilização: colocar as amostras em detergente (PBS em TritonX-100 
0,5%) para abrir a malha – sob agitação (noite 4°C) 
3. Lavar em PBS 0,1M – 3x (manter em PBS) 
4. Bloqueio da fluorescência do PFA – 10min 
Glicina →diluir PBS 0,1M + Triton diluído 0,5% 
5. Lavar em PBS 0,1M – 3x (para retirar a glicina) 
6. Bloqueio das ligações inespecíficas – 1h 
BSA 1% + PBS 0,1M + Triton 0,5% + anticorpo  
 Colocar o anticorpo primário direto sem lavagem. 
7.  Incubação do anticorpo primário –O/N 
BSA 1% + PBS 0,1M + Triton 0,5%  
8. Lavar em PBS 0,1M + Triton 0,5% - 1x (retirar o excesso de anticorpo) 
9. Lavar em PBS 0,1M – 4x 
10. Bloqueio das ligações inespecíficas para o anticorpo secundário – 1h 
BSA 1% + PBS 0,1M + Triton 0,5% 
 Colocar o anticorpo direto sem lavagem. 
11. Incubação do segundo anticorpo primário (em caso de marcação dupla ou 
tripla)– 4h. 
 Diluir em BSA 1% + PBS 0,1M + Triton 0,5%); 
12. Lavar em PBS 0,1M + Triton 0,5% - 1x (retirar o excesso de anticorpo) 
13. Lavar em PBS 0,1M – 4x 
ABAIXO TUDO NO ESCURO 
14. Bloqueio das ligações inespecíficas para o anticorpo secundário – 1h 
BSA 1% + PBS 0,1M + Triton 0,5% 
 Colocar o anticorpo direto sem lavagem. 
15. Incubação do anticorpo secundário – 40min 
BSA 1% + PBS 0,1M + Triton 0,5%  
 Anti- rabbit (vermelho- 594)→ 1:300  
16. Lavar em PBS 0,1M + Triton 0,5% - 1x (retirar o excesso de anticorpo) 
17. Lavar em PBS 0,1M – 4x 
18. Bloqueio das ligações inespecíficas para o anticorpo secundário – 1h 
BSA 1% + PBS 0,1M + Triton 0,5% 
 Colocar o anticorpo direto sem lavagem. 
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19. Incubação do segundo secundário (no caso de marcação dupla ou tripla) – 
1h 
BSA 1% + PBS 0,1M + Triton 0,5%  
 Anti-mouse (verde-488)→ 1:300) 
20. Revelação DAPI (marcação nuclear azul)- 20min (acrescentar o DAPI nos 
últimos 20min) 
 DAPI→ 1:1000 (solução mãe 3,3mg/mL)diluir em BSA 1% + PBS 0,1M + 
Triton 0,5%  
21. Lavar em PBS 0,1M + Triton 0,5% - 1x (retirar o excesso de anticorpo) 
22. Lavar em PBS 0,1M – 4x 
23. Lavar rapidamente em água 
24. Montagem da lâmina: 
 Colocar Flourmount - G (solução 3:1 em PBS 0,1M) 
 Amostra 
 Lamínula 
 Vedar com esmalte sem formol 
















Protocolo Glicosaminoglicanos Sulfatados 
Análise de Lâmina de PDA 
 
1) Colocar as amostras em Acetona P.A. durante 4 dias à 4°C (macerar para a 
acetona entrar em contato com a amostra por completo); 
2) Centrigufar a 6.000g por 10min e eliminar o sobrenadante; 
3) Deixar evaporar o pellet (formará o pó cetônico) em temperatura ambiente 
(deixar o tubo aberto por +- 24h); 
4) Incubar em Maxatase 3mg/mL em TRis/HCl 0.05 M pH 8.0 e NaCl 0.15M O/N à 
56°C (irá degradar o a proteína); 
------------------------------------------EM BANHO DE GELO---------------------------------- 
5) Adicionar lentamente (gota à gota) TCA gelado no vórtex brando, até a 
concentração final de 10%; 
6) Centrifugar à 6.000g por 15min à 4°C; 
7) Colher o sobrenadante (contém os carboidratos) em um novo tubo e adicionar 
3x o volume de Etanol Merck P.A. e deixar O/N à 20°C (desidrata o carbiodrato 
e o mesmo por consequência desce); 
8) Centrifugar à 6.000g por 15min à 4°C; 
9) Descartar o sobrenadante e deixar secar em temperatura ambiente; 
10) resuspender em 25 µL de água Milli-Q; 
11) Aquecer a solução de agarose 0.6% em placa aquecedora (não deixar ferver) 
até que fique translúcida. Deixar esfriar até +- 50°C; 
12) Colocar 300mL de agarose na cuba e 150 mL na bandeja para alinhar; 
13) Colocar as lâminas de vidro em cima do gel da bandeja (gel já seco); 
14) Adicionar mais 150mL de agarose em cima da bandeja com as lâminas de 
vidro; 
15) Recortar a agarose da cuba e montá-la seguindo o seguinte esquema: 
16) Fazer os spots com papel filtro 3M e aplicar as amostras (5 µL de cada 
amostra) e no primeiro spot colocar 5µL de mistura padrão de 
glicosaminoglicanos 1mg/mL; 
17) Fechar os spots com os dedos empurrando o gel até não conseguir observar 
mais o pocinho; como as amostras são negativas, devido aos grupamentos 
sulfato, elas tem que correr do polo negativo para o positivo); 
18) Correr à 100V e 300mA por 2h30min; 
19) Quando terminar a corrida a lâmina de gel deve ser colocada em um fixador 
(Cetavlon 0,1%) por 2h no mínimo podendo ficar até O/N; 
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20) A cuba com benzina pode ser guardada, bem vedada, e utilizada umas 5 ou 6 
vezes; deve-se lembrar de alternar a corrente entre corrida de géis (A→B e 
B→A); 
21) Após a fixação com Cetavlon, o gel deve ser seco com ventilação e 
calor;colocar sobre o gel uma tira de papel filtro do tamanho do gel com um das 
extremidades aproximadamente 2cm maior, prender esta aba sobre o gel com 
alfinete em um isopor para não descolar do gel e submeter a ventilação por +- 
1h30min; 
22) Após a secagem, a lâmina com o gel deve ser corada com Azul de Toluidina 
0.1% em 50% de Etanol e 1% de Ácido Acético (que tem afinidade pelos 
carboidratos- metacromasia) por 30min; 
23) Depois de corada, a lâmina deve ser descorada, para retirar o excesso de 
corante por 15min (solução descorante: 0,1% de Ácido Acético em 50% de 
Etanol). 
24) Fotografar o gel com câmera digital sempre utilizando os mesmos parâmetros 





































































Fonte: Rodrigues-Galdino (2010). 
 
